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The  nucleotide  adenosine  triphosphate  (ATP)  is  involved  in many  aspects  of  cellular 
activity.  It  is  a main  source  of metabolic  energy  in  living  cells,  fuelling  transport  (via 
transport ATPases) or movement  (via molecular motors), phosphorylation of enzymes 
and  small metabolites  via  kinases;  in  general  ATP  is  used  to  drive many  endergonic 




different  classes  of  adenine  nucleotide‐binding  proteins will  be  introduced  shortly;  a 
more complete overview  is presented  in Chapter 2. Within these different classes, the 




basic  folds  (as will be discussed below), a number of proteins do not belong  to  these 
four  fold‐classes.  Proteins  like  the  aminoacyl‐tRNA  synthetases,  (GTP  hydrolyzing) 
tubulin, proteins that use nucleotides as building blocks  (like polymerases) or signaling 
molecules  (purinergic  receptors)  do  have  a  distinctly  different  structure  [1].    For  this 




and  fall  in  three  categories:  myosin,  kinesin  and  dynein. Myosin  is  involved  in  the 
movement of muscle and moves over actin‐based polymers, while kinesin is involved in 
the  movement  of  membrane  organelles  along  microtubules.  Both  motors  have  a 
different  function  and  distinct mechanochemical  cycles,  but  a  similar  core  structure 
where  ATP  hydrolysis  is  translated  to  mechanical  movement  via  the  conserved  γ‐
phosphate sensor  [2]. Dynein uses microtubule  for movement  like  the kinesins, but  in 
the opposite direction (towards the minus‐end of the microtubule) and functions for the 
transport of cargo, but also  for the beating movement of  flagella or cilia  [3]. Dynein  is 
significantly different from myosin and kinesin and the motor domain of this protein  is 








ATP  to  phosphorylate  a  wide  variety  of  substrates  ranging  from  small molecules  to 
proteins and names are derived  from  these different acceptors. The classes of protein 
kinases,  for  example,  are  named  after  the  residue  that  is  phosphorylated within  the 
protein  like  serine/threonine and  tyrosine  kinases.  Sugar  kinases are named after  the 




(deoxynucleotides  (dNTP))  by  polymerases.  Ribunucleotide  reductases  convert  the 
nucleotides  (in  their  diphosphate  or  triphosphate  form)  to  their  corresponding 
deoxyribonucleotides.  A  subset  of  ribonucleotide  reductases  contain  an  active‐site, 
where ATP binding acts as an activator of the reductase activity, while dATP binding on 
this  site  acts  as  an  inhibitor  [5].  The  different  functions  of ATP  as  building  blocks,  as 
cofactor or as source of metabolic  is seen  in DNA replication, repair and transcription, 
involving  DNA  and  RNA  polymerases,  helicases,  topoisomerases,  recombinases, 
transcription factors and tRNA synthetases. RNA polymerase is involved in transcription 
of RNA  from  a DNA  template  strand.  Transcription  initiation of mRNA  is  started by  a 
complex of  the RNA polymerase  type  II and a number of general  transcription  factors 
(TF).  ATP  hydrolysis  is  required  for  the  initiation  and  promoter  escape,  and  this 
requirement  is  linked  to one of  the  transcription  factors  (TFIIH)  that contains helicase 
and  kinase  activity  [6].  After  subsequent  elongation,  transcription  termination  (in 




replicative  DNA  polymerases  are  loaded  onto  the  DNA  via  protein  complexes  called 
clamp loaders, and ATP hydrolysis is needed to form the complex around the DNA [8,9]. 
The  subunits  of  the  clamp  loader  are members  of  the  AAA‐ATPase  family  (ATPases 
associated  with  a  variety  of  cellular  activities).  Several  other members  of  the  AAA‐
ATPase  family  are  involved  in  the  initiation  of DNA  replication,  e.g.  proteins  like  the 
replication  initiator and the helicase  loader. The replication  initiator binds to the origin 
of  replication, using ATP binding  for  limited unfolding of  the DNA strand. The helicase 
loader  uses  the  ATP  binding  for  loading  of  helicases  [8], whereas  helicases  use  ATP 
hydrolysis  as  energy  source  for  the  splitting  of  two  complementary  strands  [10].  The 
coiled or super‐coiled topology of DNA strands needs to be reduced to allow movement 
of the helicases over the DNA strands, which is done by topoisomerases. Depending on 





DNA‐related  processes,  like DNA  repair,  induction  of  a  SOS  response  upon  extensive 
DNA damage  and  SOS mutagenesis  activity,  and  its main  function  is  to homologously 
recombine DNA strands [12].  
tRNA synthetases use ATP as source of metabolic energy to charge transfer RNAs 
(tRNA). The ATP hydrolysis  is used  to  form  the  amino‐adenylate  complexes  from ATP 









ATP  is an extracellular signaling molecule  that  is detected by purinergic  receptors, but 
ATP  can  also  serve  as  substrate  for  the  production  of  other  (intracellular)  signaling 
molecules,  like cyclic AMP  (cAMP) via adenylate cyclase  (also named adenylyl cyclase). 
Purinergic  receptors  can  be  classified  by  their  sensitivity  into  two  categories:    P2‐
purinergic  receptors  respond  to  ATP>ADP>AMP>adenosine,  while  P1‐purinergic 
receptors  show  a  reverse  sensitivity  being mostly  activated  by  adenosine  and  least 
activated by ATP [16]. The class of P2‐purinergic receptors can be subdivided based on 
the way the signal is transduced: the class of P2Y‐purinergic receptors signal through G‐
protein  coupled  receptors  (GPCRs)  and  the  P2X‐purinergic  receptors  signal  through 
ligand‐gated ion channels [16].  
Transport ATPases 
The P‐, V‐ and F‐ATPases  together with  the ABC  transporters belong  to  the  cluster of 
transport ATPases  [17]. P‐ATPases are  involved  in  the  transport of various cations and 
metals. The P‐ATPases, have a covalent phosphorylated intermediate in their enzymatic 
cycle  (hence  the  name  P‐ATPases),  which  sets  them  apart  from  the  other  types  of 
transport ATPases [18]. The activity of the V‐ and F‐ATPases is coupled to the formation 
of an electrochemical ion (proton or sodium ion) gradient. V‐ ATPases use ATP hydrolysis 
to generate an  ion gradient, while F‐ATPases  can also work  in  the  reversion direction 
and synthesize ATP  (ATP synthases) at  the expense of an electrochemical  ion gradient 












ASCE  (additional  strand  conserved  E)  proteins  are  part  of  the  superfamily  of  P‐loop 
NTPases and  these proteins share a characteristic  fold  in  the core domain of  (at  least) 
five parallel β‐sheets, which are sandwiched between two layers of α‐helices (Figure 1B).  






B motif,  and  the  presence  of  a  conserved  acidic  residue  (usually  glutamate),  which 








than  to  other  proteins  due  to  the  presence  of  a  C‐terminal  hairpin  next  to  the  core 
domain, which  is  formed  because  these  proteins  contain  an  additional  antiparallel  β‐
strand at  the C‐terminus. ABC  (ATP Binding Cassette)  transporters are  involved  in  the 
transport  of  a  large  variety  of  substrates  over  the membrane  and  a  small  subgroup 
(sometimes  named  ABC  proteins)  is  involved  in DNA  repair  or  translation  elongation 
[20].  The RecA‐like (Recombinase A‐like) ATPases are involved in several DNA modifying 
processes, with a main function as DNA recombinase [12]; the F‐ATPases also belong to 
this group. SF1/SF2  (superfamily  I/II) helicases are a cluster  formed by  the majority of 
the helicases  (a  small number of helicases  group  in  superfamily  III  and belong  to  the 
AAA‐ATPases)  and  are  important  for  RNA  splicing,  DNA  repair  and  recombination, 
transcription and translation [10]. The superfamiliy of FtsK  is a class of hexameric ring‐
forming ATPases, named after the cell division protein FstK, and also contains proteins 
that  form pores  for  the extrusion of DNA and peptides. This class of proteins clusters 
together with  the PilT  (pilus‐dependent surface motility retraction motor  [26]) class of 
proteins  based  on  PSI‐BLAST  analyses,  but  the  structural  or  sequential  basis  for  this 





The  second  cluster  is  formed  by  AAA‐,  KAP‐  and  STAND‐ATPases,  which  are 
grouped based on the presence of an additional C‐terminal helical bundle. AAA‐ATPases 
(ATPases  associated with  a  variety of  cellular  activities)  are  involved  in processes  like 
DNA replication, protein folding and degradation, assembly or disassembly of complexes 
of polypeptides or nucleic acids as well as movement  (dynein)  [27]. The AAA‐ATPases 
are defined by  the absence of β‐strands apart  from  those  in  the core domain and  the 
presence of a small helical bundle fused to the C‐ terminus of the core domain [28]. The 
KAP‐family of proteins regulate NTP‐dependent (dis)assembly of protein complexes and 
are  named  after  its members  Kidins  220  (kinase D‐interacting  substance  of  220  kDa) 
/ARMS (ankyrin repeat‐rich membrane spanning protein) and PifA (a F‐plasmid protein 
involved  in  phage  T7  exclusion).  The  family  contains  an  insert  in  the  P‐loop  NTPase 
domain of two or four transmembrane helices [24]. STAND‐ATPases (signal transduction 
ATPases  with  numerous  domains)  are  involved  in  processes  like  apoptosis,  plant 
pathogenesis and bacterial translational regulation and this class  is related to the AAA‐
ATPases.  The  domains  present  in  addition  to  the  NTPase  units  usually  comprise 






the  DNA  gyrase,  heat  shock  protein  90,  histidine  kinase  and  the  DNA  repair  protein 
MutL.  The  different members  share  a  highly  conserved  ATP‐binding  domain  that  is 
linked to a non‐conserved dimerization domain. The ATP‐binding domain is formed by a 
layer of four antiparallel β‐sheets with a second layer formed by three α‐helices, which is 




conformational  changes  into  directed  action,  for  example  in  the  polymerization  of 
monomeric actin subunits into filaments by actin, the function of chaperones in protein 
folding,  remodeling  of  protein  complexes,  intracellular  transport,  and  the 
phosphorylation of  various  acceptors by  kinases  [1,32].  The  class  contains  actin, heat 
shock protein 70 (Hsc70), sugar and glycerol kinases; a number of cell cycle proteins and 
two phosphatases are also predicted to fall in this family [32,33]. The basic actin fold is 
formed  by  a  structure  of  two  domains,  each  subdivided  in  a  large  and  small  (less 
conserved) subdomain. ATP  is bound at the  interface of the two  large domains, which 
12 
 
contain  five mixed  β‐strands  surrounded by  three helices  (Figure 1B);  the ATP binding 
motifs are significantly different from the motifs in the P‐loop NTPases [1,32]. 
Chaperonins  









within  the P‐loop NTPases. Panel B shows  the  (core) ATP‐binding domains of  the  four different  folds of 
ATPases [1,25,28,31,32,34]. ATP is usually bound at the interface of two domains. β‐strands are depicted 













structure  with  two  highly  conserved  nucleotide‐binding  domains  (NBD)  and  two 
transmembrane  domains  (TMD).  The  two  transmembrane  domains  form  a  pathway 
through the membrane  for the translocation of the substrates. The energy needed  for 
the  translocation  is  provided  by ATP  hydrolysis  by  the NBDs.    Export  systems  do not 
require  any  additional  domains  for  their  function,  but  most  importers  use  an 
extracytoplasmic  substrate‐binding  protein  or  domain  (SBP  for  soluble  periplasmic  or 
lipid‐anchored protein or SBD for domain fusions with the TMD). These SBPs/SBDs bind 
the  substrate  and  deliver  it  to  the  transmembrane  domain  for  translocation.  The 
substrate  binding  domains  can  be  expressed  as  a  soluble  protein  residing  in  the 
periplasm, which  is usually  seen  in Gram‐negative bacteria.  In Gram‐positive bacteria, 
they  are  usually  fused  to  the  transmembrane  domain  or  coupled  to  the membrane 
bilayer  via  a  lipid  anchor  [37].  The  class  of  energy  coupling  factor  (ECF)  transporters 
forms a recently discovered group of ABC‐type importers (Class III importers), where the 
substrate‐binding  protein  is  a  transmembrane  domain  that  can  couple  to  so‐called 
energy‐coupling modules  [38].    In ABC  transporters, extra domains can be present  for 
regulation of  the  transporters, as seen  for example  in  the ABC  transporters CFTR  [39], 
MalK [40] and OpuA [41,42]. The way all these domains are expressed varies widely: all 
domains  can  be  expressed  separately,  some  domains  can  be  fused  together  or  all 
domains can be fused into a single polypeptide [21].  
The osmoregulated ABC transporter OpuA (L.lactis) has been used as a model for 
the  class  of  ABC  transporters  throughout  this  thesis.  The  ABC  transporter  OpuA  is 
involved in the uptake of the compatible solute glycine betaine to protect the bacterial 
cell against hyperosmotic stress. The protein contains an SBD fused to each of the TMDs, 
as depicted  in Figure 2. The nucleotide‐binding domain of  this protein  is  fused  to a C‐
terminal  regulatory  domain,  the  so‐called  cystathionine  β‐synthase  (CBS)  domains 
[41,42], as shown in Figure 2.  
Numerous  crystal  structures  of  separate  domains  of  ABC  transporters  are 
available, but only a few of the full ABC transporters, for instance the lipid flippase MsbA 
[44], the vitamin B12 transporter BtuCD [45] also  in complex with  its substrate binding 
domain  BtuF  [46],  the maltose  transporter MalFGK2  [47],  the multidrug  exporters  P‐























shown  in  the picture)  to  form  the  active  complex  and  for  that  reason  two  copies of  each protein  are 
present. The substrate glycine betaine is indicated as a black dot, bound in the SBDs, and the directionality 
of  transport  is  indicated by  the grey arrow. The  right panel shows  the structure of one ATPase domain 
(HlyB) with the position of the conserved motifs ([43], printed with permission from Prof. L. Schmitt).  
ATP binding and hydrolysis by ABC nucleotide binding domains 
The  dimeric  structural  arrangement  of  the  NBDs  is  important  for  the  binding  of  the 
nucleotides, allowing  coordination by  residues  from both  subunits. The  structure of  a 









the  nucleotide  and  the  coordination  of  the Mg2+  ion  is  facilitated  by  the  β‐  and  γ‐
phosphate of the nucleotide, by the side chain of the conserved serine  in the Walker A 
motif  and  is  further  coordinated  via  several  water  molecules.  One  of  these  water 
molecules  is bound via the Walker B motif (the aspartic acid), which also coordinates a 
water  molecule  around  the  γ‐phosphate  of  ATP.  The  Q‐loop  coordinates  a  water 
molecule  that  interacts  directly with ATP.  The main  interactions  of  the  C‐loop  of  the 





forms  π‐π  stacking  interactions with  the adenine  ring of ATP, which also  seems  to be 
conserved  in  other  NBDs  and  might  explain  the  preference  of  NBDs  for  adenine 
nucleotides. The H‐loop  is overlapping with  residues  that are essential  for  catalysis  in 




the  processive‐clamp  mechanism  [62].  In  the  alternating  catalytic  site  model,  ATP 
binding at the first NBD allows the ATP hydrolysis at the second site. This hydrolysis and 
the nucleotide release at the second site prohibits hydrolysis at the  first NBD site, and 
only  after  rebinding of ATP  at  the  second  site, hydrolysis  can occur  again  at  the  first 
nucleotide‐binding  site  [61].  This  model  is  based  on  studies  using  ortho‐vanadate 
trapping of nucleotides  in P‐glycoprotein and  the maltose  transporter.  In  the maltose 
















Chapter 2 and 3  focus on  the development of a method  to enrich  for adenine‐
nucleotide binding proteins present  in cell  lysates. Chapter 2 describes  the design and 
synthesis  of  two  ATP‐based  probes,  used  as  basis  for  the  approach  of  activity‐based 
protein  profiling  (Chapter  3).  The  probes  were  designed  to  fit  optimally  in  the 
nucleotide‐binding  pocket  of  ABC  transporters.  The  introduction  of  this  chapter 
summarizes what  is known of ATP‐based nucleotide analogues.   Chapter 3 presents a 




Chapter  4  presents  the  characterization  of  the  detergent‐solubilized  ABC 
transporter  OpuA  in  respect  to  ligand  binding  (ATP  and  glycine  betaine), which was 
critical  for  the  design  of  the  experiments  presented  in  Chapter  3.  Also,  the  crystal 
structure of  the substrate‐binding domain of OpuA  is presented. Chapter 5  focuses on 
the  physiological  consequences  of  expressing  ABC  and  other membrane  proteins  in 
Lactococcus  lactis.  This  study  explored  another  way  to  optimize  the  detection  of 
membrane  proteins  in  proteomics,  using  additional  washing  steps  to  strip  the 
membrane  from  soluble  and  loosely‐attached  proteins.    Chapter  5  combines  the 
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Chapter 2  Design  and  synthesis  of  ATP‐based  nucleotide 






probes  (the  baits)  to  enrich  specific  classes  of  proteins  from  complex mixtures. We 
focused on  the profiling of  adenine nucleotide‐binding proteins. Two properties were 
considered  in  the  development  of  the  probes:  the  bait  needs  to  bind  adenine 
nucleotide‐binding  proteins  with  high  affinity  and  carry  a  second  functional  group 
suitable and well accessible for coupling to a chromatography resin. For this purpose, we 
synthesized  p‐biotinyl  amidobenzoic  acid‐ATP  (p‐BABA‐ATP)  and  p‐biotinyl 
aminomethylbenzoic  acid‐ATP  (p‐BAMBA‐ATP).  The  structure  of  the  products  was 
established by nuclear magnetic resonance and mass spectrometry based methods. p‐
BABA‐ATP  and  p‐BAMBA‐ATP  both  have  a  binding  affinity  at  least  10‐fold  higher 
compared to unmodified ATP. 
Introduction 
For  the optimal design of  the nucleotide  analogues, extensive  screening was done  to 
gain  some  understanding  of  the  adenine  nucleotide‐binding  pocket  and  its  bound 
nucleotides.  In  the  first approach,  the nucleotide‐binding pocket  itself was analyzed  in 
crystal  structures,  present  in  the  protein  databank  (PDB).  These  different  crystal 
structures yielded information about the accessibility of the nucleotide and the amount 
of  space  in  the  binding  pocket  to  allow  for modifications  on  the  nucleotide.  In  the 
second approach, an overview was made of previously synthesized ATP analogues. The 
combination of both  searches yielded a strategy  for  the design and synthesis of novel 







basis  of  crystal  structures,  the  analysis  of  the  binding  pocket  can  yield  valuable 





as  shown  in  Supplement  I. The  crystal  structures were grouped according  to  the  four 
main  folds  (introduced  in  Chapter  1)  and  crystal  structures  that  were  not  explicitly 
grouped in one of these four main classes are listed separately.   
From  the  nucleotide‐binding  proteins  with  the  ASCE  fold,  the  class  of  ABC 
transporters  has  the  tightest  binding  pocket.  The  space  around  the  phosphate  and 
nucleobase of the ATP  limits modifications on these positions, but the ribose moiety  is 
close to an open cavity (seen clearly  in the space‐filling models of the crystal structure, 
Supplement  I).    In  the  FtsK,  pilT, AAA‐  and  F‐ATPases,  the  ribose moiety  is  not  even 
modelled  in  the binding pocket  itself, but  is already  in  this cavity allowing even better 
access  for  modifications.  In  addition  to  the  accessibility  of  the  ribose  moiety,  the 













tRNA  synthetase,  while  the  adenylyl  cyclase  nucleotide  is  only  restricted  at  the 
nucleobase  moiety.  Even  though  there  seems  to  be  no  spatial  restriction  upon 
modification  of  these  nucleotides,  one  should  keep  in mind  that  specific  interactions 
between  the  analogue  and  the  binding  pocket may  prevent  the  nucleotide  to  bind 
efficiently.  








in  three  classes based on modifications  in one of  the  three  functional  groups:  (i)  the 
nucleobase  (adenine  ring);  (ii)  the  sugar group  (ribose  ring); and  (iii)  the  triphosphate 
moiety. Within  each  of  these  classes  a  distinction  can  be made  in  terms  of  added 
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functionality:  analogues  that  act  as  reporters  or  analogues  that  lock  a  protein  in  a 
specific  state  either  via  non‐covalent  binding  (like  non‐hydrolyzable  analogues)  or 
covalent cross‐linking. The group of reporter analogues can be divided in molecules with 
fluorescent  (or  other  NMR  or  EPR‐specific  functionalities)  or  radio‐active  labeled 
moieties and probes that can bind to antibodies or column based materials (like a biotin‐
moiety).  Excellent  reviews  can  be  found  in  [2‐5];  for  an  overview  see  Supplement  II, 
Table S1  (the analogues described  in  the  supplement  table are  listed  in Table 1). The 
more  recent  reviews  by  Jameson  [4]  and  Cremo  [3]  discuss  the  characteristics  and 
general methods to synthesize ATP analogues, with a  focus on  fluorescent derivatives. 
The review by Yount [5] is the most comprehensive in terms of classes of ATP analogues; 
the  paper  by  Bagshaw  [2]  gives  a  nice  visual  overview  of  the  modifications  at  the 
different reactive moieties of ATP. Supplement II, Table S1, presents the ATP analogues 






















phosphates  (Pγ‐MABA‐ATP) and  the  ribose moiety  (MANT‐ATP). A clear difference can 










































be observed  in  their  application:  the phosphate  and nucleobase  analogues have only 
been used for heat shock proteins (chaperones), while the ribose‐modified nucleotides 
have  been  used  (amongst  others)  to  investigate  kinases,  adenylyl  cyclase,  a  P‐type 
ATPase,  and  the molecular motor  proteins myosin,  dynein  and  kinesin. Modifications 
with  sulfonate‐naphthalene‐groups  have  been  coupled  to  the  phosphates  (AmNS‐ATP 
and  EDANS‐ATP)  and  ribose  (DANS‐ATP)  moieties  of  ATP.  The  phosphate‐coupled 
derivatives  have  been  used  as  substrates  for  RNA  polymerase.  The  ribose‐modified 
derivatives  have  been  used  to  study  F‐ATPase  (DNS‐ATP)  and Na+/K+‐(P‐type) ATPase 
(DANS‐ATP). The ethyldiamine (EDA)‐linker, used in EDANS‐ATP to couple the sulfonate‐
naphtalene‐group to the phosphate moiety of ATP, has been used for the coupling of a 
large  number  of  other  fluorophores  (dansyl,  rhodamine,  fluorescein,  cynanine, 
coumarin, BODIPY, alexa) to the ribose moiety of ATP. Two other analogues are based 
on  nitrophenyl‐moieties  (TNP‐ATP  and  FDNP‐ATP).  TNP‐ATP  has  been  used  to  probe 
nucleotide  binding  in  all  different  types  of  adenine  nucleotide‐binding  proteins.    The 
FDNP‐ATP  analog  has  not  been  used  extensively  despite  its  dual  functionality  as 
fluorophore and crosslinker. 
Two  modifications  specific  for  the  nucleobase  comprise  an  additional  ring 
structure, yielding εATP and lin‐Benzo‐ATP. These modifications yield fluorophores with 
relatively small changes of the overall structure of the nucleotide.  In  lin‐Benzo‐ATP, an 
extra  ring  is present  in between  the  two‐ring  structure of  the  adenine moiety, which 











state.  The modifications  are  in  the  phosphate moiety  to  prevent  hydrolysis  to  occur, 
which can be done by replacing bridging or non‐bridging oxygens by carbons, sulfur or 
nitrogen (for a review see Young 1975 [5]). The annotation of these analogues as ‘non‐
hydrolyzable’  should  be  taken with  caution  because,  depending  on  the  enzyme,  they 
may be  slowly hydrolyzed. The use of  these ATP analogues as  (competitive)  inhibitors 
and probes  to  lock  the protein  in  a  specific  sub‐state has been extensively exploited. 





PCP has been used  to  study purinergic  receptors and P‐type ATPases, while AMP‐PNP 
has  been  used  in  studies  of  kinases,  myosin,  kinesin,  F‐ATPase,  adenylyl  cyclase, 
topoisomerase,  and  ABC  transporters  like  CFTR.  The  modifications  of  non‐bridging 
oxygens  in  the  thiophosphate  analogues  (ATPαS,  ATPβS  and  ATPγS)  do  not  alter  the 
bond  length or bond angle relative to the triphosphates. Of these three thiophosphate 





Covalent  crosslinking  of  ATP  analogues  to  proteins  can  be  done  either  via  chemical 
affinity  labeling  or  photoaffinity  labeling.  A  previous  review  by  Colman  in  1983  [9] 
describes the use of several affinity labels in purine nucleotide sites, but also elaborates 
widely  on  the  use  of  several  adenosine  analogues,  which  are  omitted  from  our 
Supplement II, Table S1. Crosslinking of the ATP analogues to the binding pocket can be 
used  to  study  the binding of nucleotides  in detail,  their  (apparent)  affinity  as well  as 
binding stoichiometries, but characterization of the amino acids that are crosslinked to 
the nucleotide analog also enables analysis of the nucleotide‐binding pocket  itself. The 
azido  (N3)  group  crosslinks  non‐specifically  upon  photo‐activation  via  formation  of  a 
nitrene. Coupling of  the N3 group  to ATP will direct  labeling  to  the nucleotide‐binding 







The  nucleobase‐modified  analogues  have  been  used  for  practically  all  adenine 
nucleotide‐binding  proteins.  The  2‐azido‐ATP  analog  has  been  used most  for  F‐type 
ATPases,  while  8‐azido‐ATP  has  been  used  more  frequently  for  ABC  (multidrug) 
transporters.  The  difference  between  2‐azido‐ATP  and  8‐azido‐ATP  is  based  on  the 
different  conformation  they  adopt:  substitution  of  the  8‐position  induces  a  syn‐
conformation  of  the ATP  analog, while  substitution  of  the  2‐position  retains  the ATP 
analog in an anti‐conformation, most likely due to steric hindrance in the syn‐form. The 







2‐azido‐ATP  seems  more  effective  for  proteins  like  the  F‐type  ATPase,  dynein  and 
myosin. 
  The second type of photo‐crosslinkers, the benzophenone (benzoyl)‐derivatives, 
belong  to  the  class  of  α,β‐unsaturated  carbonyl  compounds  that  crosslink  via 
photochemically generated free radicals (or triplet states) [11]. The reactive group was 




transport ATPases  like  F‐ and V‐ATPases and even  for purinergic  receptors. The  same 
benzoyl‐group has been deployed for ATP mimics like p‐fluorosulfonylbenzoyl adenosine 
(3’‐FSBA/5’‐FSBA)  [12,13]  and  4‐benzoyl(benzoyl)‐1‐amidofluorescein  (BzAF)  [14]  as  is 
discussed briefly under ’Other ATP analogues’.  
The  non‐photoactivatable  crosslinkers  like  the  ribose‐modified  periodate‐ATP 
(oATP) and FDNP‐ATP, and the phosphate‐modified ClRATP are used  less often.    In the 
ribose‐modified (oATP), the oxidized 2’,3’‐aldehyde can covalently link with the ε‐amino 
side  chain  of  lysine  in  the  presence  of  sodium  borohydride  [15].  Periodate‐oxidized 
nucleotides have been used to study purinergic receptors and P‐type ATPases. Similar to 
the  nucleobase  modified  azido‐ATP  analogue,  oATP  has  the  advantage  that  the 
modification  does  not  involve  bulky  groups  for  the  crosslinking.  The  ribose modified 
FDNP‐ATP  contains  the weakly  reactive  3’‐O‐5‐fluoro‐2,4‐dinitrophenyl  (FDNP)‐moiety 
which  can  react  in  situ with  lysines,  tyrosines  or  cysteines  (forming  protein‐DNP‐ATP 
complexes). This analog has been used  to study F‐ and P‐type ATPases, an uncoupling 
protein  and  a  caspase  (cysteine  protease).  The  phosphate‐modified  ClRATP  forms  an 
ester bond with the protein upon crosslinking and has been used to label amino acids in 
the active site of a Na+/K+‐ (P‐type) ATPase and creatine kinase. 
Overall,  the azido‐group has been most widely as  the modification  is  relatively 
small  in  these  ATP  analogues.  The  additional  advantage  is  the  ease  to  combine  this 
modification  with  other  types  of  modifications  (see  Supplement  II,  Table  S1).  The 
benzoyl‐moiety  is  much  larger  than  the  azido‐group,  however,  this  group  shows  a 
preference  for  crosslinking with  carbon‐hydrogen bonds over oxygen‐hydrogen bonds 
(from  the  solvent), yielding higher crosslinking efficiencies, compared  to azido‐groups. 
The  reduced  labelling  efficiency  of  azide  derivatives  upon  crosslinking with  solvent  is 




applications  involving  detection  via  antibodies. Modification  with  biotin  adds  only  a 
relative  small  functional  group  to  the  nucleotide,  while  the  affinity  of  the  biotin  to 
streptavidin  is one of  the highest affinities reported  in nature  (KD of 10‐15 M  for biotin 
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avidin  binding  [16]).  The  coupling  of  the  biotin  has  been  achieved  at  the  nucleobase 








Spin‐labeled  (ATP)  analogues  are  used  to  study  the  mobility  and  conformations  of 
adenine nucleotide‐binding  sites via  the  stable  free  radical  in  the  spin  label, using  the 
electron  paramagnetic  resonance  (EPR)  technique.  The  location  of  the  spin  label  is 
important for the sensitivity of the analog and up to date the spin  label has been only 
introduced in the nucleobase moiety of ATP [NSL and (am)TEMPO‐ATP]. The spin labels 




halogenated  derivatives  and  nucleotide‐containing  sugar‐moieties  other  than  ribose. 
Nucleobase‐alkylated  ATP  analogues,  in  which  the  conformation  (syn/anti)  of  8‐
substituted ATP was  varied, have been prepared by  Takenaka  [17]  and were used  to 




(2‐Cl‐ATP)  and  the  phosphate  moiety  (ATPγF).  These  molecules  have  been  used  to 
characterize  adenine  nucleotide‐binding  proteins  and  served  as  basis  for  further 
modifications. The  fluoro‐ATP  can be  also used  in nuclear magnetic  resonance  (NMR) 
studies. 
Chromatography resin‐bound ATP  (analogues) are  listed  in Supplement  II, Table 
S2.  Most  of  them  are  based  on  the  ATP  analogues  described  heretofore;  see  also 
Supplement  II,  Table  S1.  The  linkers  provide  spacing  between  the  nucleotide‐binding 
proteins and the resin materials; the choice of the type of column (which ATP analog is 
used  and  how  it  is  linked  to  the  resin)  is  dependent  on  the  side where  the  specific 
nucleotide‐binding proteins tolerate the modifications best.  
ATP  mimics  like  2‐(dansylamino)ethyl  nucleotides,  p‐fluorosulfonylbenzoyl 
adenosine  and  4‐benzoyl(benzoyl)‐1‐amidofluorescein  are  not  listed  in  Supplement  II, 











at  the  nucleobase  (like  azido‐ATP,  εATP)  and  phosphate  (AMP‐PNP,  AMP‐PCP  and 
ATPγS) of ATP are tolerated by most adenine nucleotide‐binding proteins, but the use of 
analogues containing bulkier groups at these positions are restricted more to the classes 
of  kinases  and DNA/RNA‐modifying proteins. The  crystal  structures of  the nucleotide‐
binding  pockets  of  kinases  and  DNA/RNA  related  proteins  like  the  RNA  polymerase 
already  indicated  that  there might be space around  the phosphate and/or nucleobase 
moiety of ATP to harbor additional functionalities.  
The  classes  of  ASCE  fold  proteins  containing  the  V‐,  F‐  and  ABC‐  transport 
ATPases  have  been  investigated  most  extensively  with  ribose‐modified  nucleotides, 
consistent with  our  predictions  on  basis  of  the  crystal  structures.  A  limitation  of  the 
analysis of crystal structures is seen in the other types of transport ATPases, the P‐type 
ATPases. This class of transporters was studied mostly with ribose‐modified nucleotides, 
while  the  space  around  the  ribose moiety  in  the  nucleotide  binding  domain  crystal 
structure  seems  restricted.  The  majority  of  the  overview  presented,  nevertheless, 
suggests  that  both  size  and  position  of  the modifications  to  the  nucleotides  can  be 
optimized  for  specific  classes of proteins and  this  knowledge was used  to design  two 
nucleotide analogues for the profiling of adenine nucleotide‐binding proteins of the ABC 
superfamily. Here, we describe the synthesis and characterization of ATP analogues with 




The  ATP  analogues were  designed with  three  functionalities:  the  nucleotide  (ATP),  a 
linker  moiety  and  biotin.  The  analogues  were  designed  for  the  profiling  of  ABC 
transporters and the modifications were made to the ribose ring. The linker should keep 
the biotin group accessible for binding to a chromatography resin. A second purpose of 
the  linker  is to  increase the affinity of proteins for the ATP analog compared to normal 
ATP. Previous results obtained with 8‐N3‐3’‐biotinyl‐ATP [20] and TNP‐ATP [21] served as 
basis for the design of the analogues. 8‐N3‐3’‐biotinyl‐ATP [20] has been used to label F‐







to ATP  is  important, because ABC transporters have been reported to bind ATP only  in 
submillimolar  to  low millimolar  range, which  is  too  low  for  efficient  profiling  of  the 
proteins. For the fluorescent ATP analog TNP‐ATP, it has been observed that the affinity 
of binding  to nucleotide‐binding proteins of ABC  transporters can be 2‐  to 3‐orders of 
magnitude higher  than  for ATP  [23].   The high affinity might come  from  the aromatic 
moiety and/or from the nitro‐groups. Guided by these observations, the aromatic ring‐
structure was used as basis for the design of the  linkers to couple the biotin moiety to 
ATP.  Here,  we  describe  the  synthesis  of  two  adenine‐nucleotide  analogues, 
biotinylamidobenzoic acid‐ATP (p‐BABA‐ATP) and biotinylamidomethyl benzoic acid‐ATP 
(p‐BAMBA‐ATP),  their  structural  characterization  and  their  binding  to  the  ABC 
transporter OpuA. 
 
Figure 1. X‐ray  crystallography  structure of  the ABC  transporter MJ0796  (1L2T)  [22]. The  structure was 
solved  in  the presence of ATP  (panel A, ATP green),  showing  the  space around  the  ribose moiety. The 




BABA‐ATP).  The  synthesis  of  biotinyl‐amidobenzoic  acid  (Figure  2A)  was  done  as 
described  previously  for  biotinylated  amino  acid  precursors,  using  isobutyl 
chloroformate to activate the biotin prior to coupling to the amine of the linker moiety 
[24].  Different  water/ethanol  ratios  were  tested  to  optimize  the  recrystallisation 
conditions of the synthesis. Higher ethanol concentrations facilitated the crystallization 
of the biotinylated linker although a small amount of water helped to remove impurities 
as  seen  in  the  low ppm‐region of  the  1H‐NMR‐spectrum. The  1H and  13C‐NMR‐spectra 
(Supplement  III)  of  the  synthesized  compound  were  comparable  to  the  spectra 
published by Skander et al. 2004 [24]. A second linker (4‐aminomethylbenzoic acid) was 







on a method described  for 3’‐O‐(4‐benzoyl)benzoyl‐ATP  [25]. This method  involves the 






Synthesis  of  the  biotinylated  linkers  p‐biotinyl‐amidobenzoic  acid  (p‐BABA)  and  p‐biotinyl‐




reaction  time.    The  ratio  between  ATP  and  p‐BABA was  varied  from  1:8  to  2:1.  The 
synthesis reactions were analyzed with analytical RP‐HPLC (annotation of the peaks was 
done using ESI‐MS analysis of peak fractions). p‐BABA‐ATP always gave a double peak in 





was  varied  from  1  to  25  hours  (Figure  3B)  with  the  highest  yield  after  25  hours. 






Figure  3.  Characterization  of  the  reaction  products  from  the  syntheses  of  the  two  ATP  analogues. 




p‐BABA‐ATP  synthesis as a  function of  time; 100x diluted  samples are  shown  (inset  table:  the  summed 
values of  the  integral of both p‐BABA‐ATP peaks). Panel C:   spectrum of a pRP‐HPLC purification of  the 
crude p‐BABA‐ATP reaction mixture. Peak 1 contains ATP, peak 2 contains p‐BABA and peak 3 contains p‐
BABA‐ATP, all based on ESI‐MS analysis. Panel D: ESI‐MS (negative mode) analysis of the pooled fractions 
of  pRP‐HPLC  purified  p‐BABA‐ATP  (fractions  from  peak  3,  panel  C).  Panel  E:  aRP‐HPLC  spectra  from  a 
monoQ  purification  of  the  pRP‐HPLC  purified  p‐BABA‐ATP  reaction mixture.  Panel  F:  ESI‐MS  (negative 





Two  purification  steps were  performed  to  obtain  the  genuine  ATP  analogues.  In  the 
preparative  RP‐HPLC  (pRP‐HPLC),  the  peaks  of  p‐BABA  and  p‐BABA‐ATP  were  not 
completely  separated  (Figure  3C)  and  a  mixture  of  p‐BABA  and  p‐BABA‐ATP  was 
detected by ESI‐MS in the pooled fractions after the first separation (Figure 3D), but ATP 











The  ESI‐MS  spectra  of  the  product  proved  that  the  coupling  of  p‐BABA  to  ATP was 
successful but did not establish the position of the coupling, that is, the 2’‐OH or 3’‐OH 
position of  the  ribose  ring,  the  γ‐phosphate or  the amine‐group of  the adenine  ring). 
COSY‐NMR  was  tried  to  facilitate  the  annotation  of  the  1H‐NMR  spectrum,  but  the 
spectra  were  too  complex. Measurements  with  13C‐NMR  (13C‐NMR  and  HSQC) were 
limited by the  low solubility of the ATP analog. The spectra did not  improve enough at 
higher temperatures or  longer measurement times (up to 1 week).    In order to reduce 
the complexity of  the NMR  spectra,  the  synthesis was  setup with 2‐deoxy‐ATP  (dATP) 
instead of ATP. Addition of the dATP did affect the reaction significantly, for  instance a 
precipitate was  already  formed  during  the  synthesis.  Chromatography  of  the  soluble 
part of the synthesis mixture yielded an elution pattern similar to p‐BABA‐ATP. p‐BABA‐
dATP was present  in the peak fractions, but both starting materials (p‐BABA and dATP) 
were present as well.   Since,  the pRP‐HPLC purified was designed  to separate  the ATP 
(and dATP elutes even earlier than ATP, data not shown) from the p‐BABA and p‐BABA‐
dATP,  the  data  imply  that  the  dATP must  originate  from  the  degradation  of  p‐BABA‐
dATP. 
A  variety  of  other  methods  were  used  to  demonstrate  the  coupling  of  the 
biotinylated linker to the hydroxyl groups of the ribose ring of ATP. Measurements of p‐
BABA‐ATP  and  ATP  with  31P‐NMR  showed  equal  spectra  (data  not  shown),  which 
excludes  coupling  of  the  p‐BABA  to  the  γ‐phosphate  of  ATP.  Partial  hydrolysis  and 
detection  by  ESI‐MS  (and  MSMS)  of  p‐BABA‐ATP  was  used  to  distinguish  between 






or base catalyzed  reactions.  Incubation with 1M HCl at 100  °C  for 1h did hydrolyze p‐
BABA‐ATP but also hydrolyzed the amide bond between biotin and the  linker (data not 
shown).  Further  experiments  were  performed  with  a  base‐catalysed  reaction.  The 
hydrolysis  with  base  generates  a  transesterification  reaction  with  the  solvent 





further  by  ESI‐MSMS  to  prove  the  transesterification  event  (Figure  4C), which  clearly 
showed the fragments of the biotinylated linker. The addition of formic acid, needed for 
charging of the molecules for the MS measurements did increase the background signal 
in  the  ESI‐MS  spectrum  (Figure  4B),  showing  a  regular  pattern  of  peaks  68 Da  apart, 
which is most like formed by sodium adducts of formic acid. Beneath the sodium‐formic 
acid salts peaks  in Figure 4B several smaller peaks were detected, which correspond to 





UV  spectra  of  the  different  compounds were  recorded  to  determine  the  absorption 
maximum and extinction coefficient of p‐BABA‐ATP and p‐BAMBA‐ATP. The absorption 
maxima of  the  two ATP  analogues were different  compared  to  the  starting materials 
(Figure 5A). p‐BABA‐ATP  (264 nm) had  a  red‐shifted  spectrum  compared  to ATP  (258 







BAMBA‐ATP  compared  to  ATP.  The  purified  ABC  transporter OpuA  from  Lactococcus 
lactis    [27] was  used  as  a model  protein  to  assess  the  relative  binding  affinities.  The 





than ATP; p‐BABA‐ATP displayed  the highest  affinity.  These measurements  show  that 
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with 2.69 mmol  tributylamine  (0.64 mL). 2.47 mmol  isobutyl  chloroformate  (0.32 mL) 
was added to the solution to activate the biotin, and the mixture was incubated at room 
temperature  for  about  15 minutes  after which  it was  cooled  on  ice. Meanwhile,  4.1 
mmol linker was dissolved in 40 mL DMF and cooled on ice. After cooling, the activated 
biotin mixture was  slowly added  to  the  linker dissolved  in DMF, and  the mixture was 
incubated for two hours at 5 °C. The solvent was removed under vacuum and the crude 
precipitate was  recrystallized  from  3:1  ethanol/H2O,  and  the  obtained  crystals were 
washed  extensively  with  water  and  ethanol.  The  reaction  was  performed  with  two 
different  linkers:  p‐aminobenzoic  acid  (p‐ABA)  and  p‐aminomethylbenzoic  acid  (p‐

















The  synthesis of  the biotinyl‐linker‐ATP  complex  is based on  the activation of an acid 
with  carbonyldiimidazole  [26]  and  subsequent  coupling  to  an  alcohol  group.  This 




a  flow of nitrogen. The  reaction was monitored by  the evaporation of CO2‐gas, which 
stopped after 1h after addition of CDI. Then, 0.48 mmol of ATP in 12 mL H2O was added 
to  the mixture  and  the  reaction was  incubated  for  at  least  6  hours  under  constant 
stirring at room temperature.  
The crude reaction mixture was purified  in batches of 5 mL by RP‐HPLC, using a 
















p‐biotinyl‐amidobenzoic  acid‐ATP  (p‐BABA‐ATP):  (ESI‐MS),  calculated  mass 
C27H35N8O16P3S 852,61,  found m/z  [M]‐ 851.71  (50 % ACN + 0.1%  formic acid)/ 851.32 
(methanol). 
p‐biotinyl‐amidobenzoic  acid‐ATP  (p‐BAMBA‐ATP):  (ESI‐MS),  calculated  mass 
C28H37N8O16P3S 866.64, found m/z [M]‐ 865.60 (50 % ACN + 0.1% formic acid). 
Partial hydrolysis of p‐BABA‐ATP 




0.1 %  formic acid.   Formic acid was added  for  the ESI‐MS analysis. For ESI‐MS/MSMS 
analysis, the samples were diluted 10x in 50% ACN plus 0.1 % formic acid. 
Analytical methods 
Nuclear magnetic  resonance  spectra were  recorded with a 200/300 MHz  (1H‐NMR) or 
50/75 MHz (13C‐NMR) spectrometer. Chemical shifts are reported in delta (δ) units, parts 
per million  (ppm),  and  as  an  average  shift  for  split  peaks.  Coupling  constants  (J)  are 
reported  in  Hz.  ESI‐MS  spectra were measured with  a  LCQ  fleet mass  spectrometer 
(Thermo  scientific)  via  direct  injection  at  a  flow  rate  of  10  µL/min.  Settings  of  the 
spectrometer were tuned with a standard solution of ATP both in positive and negative 
ion mode. Samples were diluted  in 50% acetonitrile plus 0.1%  formic acid prior  to  the 
measurements.  ESI‐MS/MSMS  mass  spectra  were  recorded  on  an  API3000  triple 
quadrupole  mass  spectrometer  equipped  with  a  TurboIonSpray  source  (MDS‐Sciex, 





mM TEAA pH 7.0. The settings  for  the separations were: 200 μL  loop,  flow 1 mL/min, 
gradient: 5 min 17% buffer B, 10 min gradient 17‐20% buffer B, 5 min 90% buffer B, 5 
min 0%B.  





a  total  volume  of  800  µL  under  constant  stirring  at  25  °C  on  a  Fluorolog‐3 
spectrophotometer  (Jobin Yvon, settings: excitation wavelength of 409 nm  (slit 1 nm), 





the  ATP  analogues  (using  stock  solutions  of  357 mM  ATP  and  25 mM  ATP  for  the 
analogues, both dissolved  in 50 mM KPi pH 7) and a mixing time of 15 sec. Titration of 
protein  solution  with  50 mM  KPi  pH  7  were  performed  to  correct  for  dilution  and 
bleaching during the measurements. 
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The  ability  of  the  two  ATP  analogues  p‐BABA‐ATP  and  p‐BAMBA‐ATP,  described  in 
Chapter 2 to be used  for specific enrichment of adenine‐nucleotide binding proteins  is 
described  in  this  chapter.  Several  overproduced  ABC  transporters  could  be  enriched 












active site of the proteins. The probes can be used to screen  for  (unlabeled)  inhibitors 
via  competitive  binding  studies,  with  the  clear  advantage  that  experiments  can  be 
performed in complex mixtures without the requirement for prior enrichment steps (e.g. 
as  used  for  the  identification  of  drug  targets  [1]).  Numerous  reviews  about  activity‐






Figure  1.  Schematic  representation of  activity based profiling using  the ATP  analog  as probe.  The ATP 





The  presence  of  reporter  tags  (fluorescent,  affinity,  antigen  or  isotope‐labeled  tags) 
enables  screening of  labeled proteins or  inhibitor/competitor  studies.  Identification of 
proteins bound  to  the probes  is usually done via mass  spectrometry  (MS). Two major 
methods  have  been  applied  to  reduce  the  sample  complexity  either  via  gel‐based  or 
liquid  chromatography  (LC)‐based  separations  in  one  or  two  dimensions.  Gel‐based 
separations  techniques  have  the  advantage  that  large  numbers  of  proteomes  can  be 
screened fast and in parallel. LC‐MS methods have a superior resolution over gel‐based 







The  enrichment  can  be  done  on  protein  level  (yielding  all  active  proteins)  or  after 
digestion  of  proteins  to  peptides  (yielding  labeled  peptides  only,  so‐called  active‐site 






peptides were  subsequently eluted  from  the  column and  identified, using a  cleavable 
Tobacco etch virus protease (TEV) site introduced in the probe. 
Protein  profiling  is  routinely  done  in  cell  homogenates  rather  than  in  vivo, 
because  the  size  of  the  probes  limits  their  uptake  and  distribution  in  the  cells.  This 
limitation can be overcome by splitting of the  label  into two parts: a crosslinking group 
and a reporter tag (fluorescent probe or biotin tag). Both parts of the probe contain an 
extra  reactive  group  to  attach  the  two  halves,  using  so‐called  click  chemistry  (click 
chemistry in general, see [11]; click chemistry implemented in activity‐based probes, see 
[12,13]). In a click chemistry reaction, the two parts of the probes contain an azide and 






like  hydrolases,  proteases,  phosphatases,  kinases  and  glycosidases.    These  protein 
classes have been analyzed, because they are potential targets for the development of 
new drugs. Different  types of  activity‐ or mechanism‐based probes  are discriminated, 
like  activity‐  or  affinity  based  probes  [6]  or  directed  and  non‐directed  probes  [5]. 
Directed probes are targeted to the active site using an inhibitor or ligand. These probes 
can  be  either  irreversibly  or  reversibly  coupled  in  the  binding  site.  The  irreversible 
probes are modified  through enzymatic activity  to  form  the covalent cross‐link, hence 
the name activity‐based protein profiling.   The binding moiety of the reversible probes 
acts as a scaffold for interaction with specific protein classes, but a reactive group needs 









Most  directed  irreversible  probes  are  designed  to  attack  nucleophilic  residues  in  the 
catalytic  binding  pocket  and  cross‐linking  is  achieved  through  enzymatic  activity. 
Classifications  can be made on  the basis of  the  reactive groups used  for  the  covalent 
linkage,  like  quinone  methide,  ketones,  phosphates/phosphonates,  and 
sulfones/sulfonates.  Probes  containing  a  quinone methide  or  quinol‐imine  have  been 
used for the screening of the protein tyrosine phosphatases [14,15] (with dansyl or Cy3 
fluorescent  groups  or  biotin  attachment),    glycosidases  [16]  (with  a  biotin  moiety 
attached)  and  proteases  (using  the  fluorescent Cy3‐moiety;  protease  subclasses were 
differentiated  via  the  use  of  various  inactivators)  [17].  Glycosidases  have  been  also 
studied with probes that target the catalytic nucleophilic carboxylate [18,19], containing 
a  dansyl‐group  or  a  biotin,  coupled  either  via  a  cleavable  or  non‐cleavable  linker. 
Electrophilic  fluorophosphonates  react with  the  serine  in  the binding pocket of  serine 
hydrolases  [20,21],  with  biotin  attached  with  or  without  a  PEG‐linker,  or  serine 
proteases [22,23],with a fluorescein‐moiety attached via click chemistry or coupling to a 
biotin‐group. Other  phosphonate‐based  probes1  like  p‐nitrophenyl  phosphonates  [24] 
and bromobenzylphosphonate [25,26] have been used to differentiate between  lipases 
and esterases, and  to study protein  tyrosine phosphatases  respectively  (with biotin or 
rhodamine  groups  attached).  Protein  tyrosine  phosphatases  have  been  also  studied 
using  aryl  vinyl  sulfonate  and  sulfone,  taking  advantage  of  click  chemistry  to  attach 
biotin‐based probes  [27]. This class of probes has better properties  for  in vivo  studies 
than  the other ones,  since  the quinone methides are not  specific  for protein  tyrosine 
phosphatases  and  the  phosphonates  have  low  membrane  permeability  [27]. 
Vinylsulfone‐based probes have been used for the detection of cysteine proteases [28‐
30] and the proteasome [31].  
  Probes  designed  for  targeting  cysteine  proteases,  contain  an  epoxide‐based 
reactive functionality [32] (with a biotin‐group attached), and these types of probe have 
been  also modified  with  stable  isotope  labeling  (ICAT)  for  quantitative  studies  [33]. 
Probes  designed  with  ketone‐based  structures  like  fluoromethyl  ketones  [34]  and 
(acyloxy)methyl ketones [35,36], and containing fluorescent groups, biotin and/or radio‐
isotopes for detection purposes, have been used to profile cysteine proteases.  
  Miscellaneous  probes:  β‐lactam‐derived  probes  have  been  prepared  to 
characterize penicillin‐binding proteins (PBPs), exploiting the electrophilic β‐lactone ring 
to  attack  a  nucleophilic  residue  in  the  active  site  [37,38],  using  click  chemistry  for 
detection purposes.  Inhibitors  like 2‐ethynylnaphthalene have been used  for screening 
of  cytochrome  P450 monooxygenases  [39].  The  ATP mimic  5’‐p‐fluorosulfonylbenzoyl 
                                                            
1  Literature  on  the  profiling  of  cysteine  proteases  by  phosphonate‐based  probes  gives  contradictory 





adenosine  (5’‐FSBA)  has  been  used  as  irreversible  inhibitor  of  dehydrogenases  and 
kinases via alkylation with lysine amino‐groups in the nucleotide‐binding pocket [40].  
Directed reversible probes 
Reversible‐probes  containing  a  benzophenone  moiety  for  covalent  crosslinking  have 
been  used  to  profile  proteases,  including  aspartyl  protease  activity  [41].  Probes 
containing click chemistry handles for detection of the labeled proteins have been used 
for  the  characterization  of  histone  deacetylase  complexes  (zinc‐dependent 
metallohydrolases) [42,43] and metalloproteases in general [44].  
  An  acyl‐phosphate  analog  ATP  probe,  (+)‐biotin‐hex‐acyl‐ATP  (BHacATP), 
containing a biotin moiety linked with a hex‐acyl‐linker to the phosphate [45], has been 








the ability  to accommodate phosphate‐modified ATP analogues). The conserved  lysine  (K44) of  the ABC 
transporter is part of the walker A motif present in all ABC transporters. The nucleotide‐binding pocket of 
ABC transporters is too tight for modifications around the phosphate moiety. 
The  electrophilic  acyl‐phosphate  bond will  couple with  the  ε‐amine  from  the  lysine, 
connecting  the  biotinylated  linker  to  the  protein  and  freeing  it  from  the  nucleotide. 
Using  this  approach,  proteome  profiling  of  breast  cancer  cell  lysates  identified  136 
46 
 
proteins,  mostly  ATP  phosphohydrolases,  (protein)  kinases  and  several  heat  shock 












The  use  of  the ATP  analog  BHacATP  did  identify multiple  adenine  nucleotide‐binding 
proteins in the profiling of a breast cancer proteome. On the basis of the data presented 
[45], ABC transporters were not detected. Figure 2B and 2D may explain why. Analysis of 
the  the  nucleotide‐binding  pockets  of  ABC  transporters  show  the  presence  of  a 
conserved lysine in the Walker A motif close to the phosphates of the nucleotide needed 
for the cross‐linking. On closer inspection of the binding pocket, one observes that there 
is  no  space  for  the  hexyl‐linker  with  the  biotin moiety,  contrary  to  the  situation  in 
protein kinases. The probes designed and  synthesized  in Chapter 2 were designed  for 
screening of adenine nucleotide‐binding proteins and tuned for optimal detection of the 
family of ABC (transport) proteins. Detection of these proteins is important because ABC 
transporters  form  a  large  family  of  membrane  proteins  that  are  present  in  both 
microorganisms and eukaryotic species. They play an  important role  in a wide range of 
physiological  functions,  mostly  involving  translocation  of  compounds  across  the 
membrane [52].  In 2005, eighteen of the human ABC genes were associated to diseases, 
including cystic fibrosis (ABCC7), Tangier disease (ABCA1), immune deficiency (ABCB2/3) 
and  many  others  (listed  in  review  [53];  and  the  website    of  the  human  genome 
nomenclature committee (HGNC) also provides a lot information on ABC transporters in 
relation to diseases: http://nutrigene.4t.com/humanabc.htm).  
We  now  present  an  approach  to  profile  ABC  proteins  in  complex  cell  lysates. 
Proteins in complex samples that bound to a Streptactin column material were identified 
via  MALDI‐MS/MSMS  analysis,  after  trypsin  digestion  and  reduction  of  sample 
complexity  using  reverse  phase  liquid  chromatography.  Relative  quantification  was 
achieved via  labeling of  the peptides with  isobaric  tags  (iTRAQ). Peptides  labeled with 
different  isobaric  tags have  identical masses, but  in  the MS/MS analyses  the  reporter‐
groups  are  split off  and used  for  relative quantification of  all peptides. As  a prove of 





The  binding  of  p‐BABA‐ATP  and  p‐BAMBA‐ATP  to  the  ABC  transporters  was 
demonstrated  via  ligand  competition  experiments,  showing  that  both  ATP  analogues 
were more efficient  in chasing the binding of the fluorescent ATP analog TNP‐ATP than 
ATP  (Chapter  2).  Binding  of  p‐BABA‐ATP  to  the  Streptactin  column  material  was 







Analytical  RP‐HPLC  was  used  to  monitor  the  ATP  analogues  and  starting  materials 
throughout  the  reaction  scheme.  p‐BABA‐ATP was  incubated with  streptactin  column 
material  and  the  flow  through  was  collected  and  analyzed  and  compared  with  the 
starting material. Molar  ratios  of  10:1,  1:1  and  1:10  p‐BABA‐ATP:  streptactin  column 
materials were  tested  (the amount of streptactin column material was kept constant); 
the RP‐HPLC spectra are shown in Figure 3. In the presence of equal or ten‐fold excess of 
streptactin column material, about 75% of p‐BABA‐ATP was bound,  indicating that  it  is 
difficult to occupy all binding sites of the column material. In the presence of a 10‐fold 
excess of p‐BABA‐ATP,  still about 30 % was bound, which  is higher  than  the expected 
10% and may reflect some aspecific binding. 
Next, the effect of an excess of ATP analog upon binding of the ABC transporter 
OpuA  and  the  nucleotide‐independent  RibU  (used  as  a  ‘negative’  control)  to  the 
streptactin was  tested. Membrane  vesicles  containing  these  proteins were  incubated 
with  50  or  500  nmol  p‐BABA‐ATP  together with  Streptactin  column material  (with  a 
binding capacity of the column material of 30 nmol). The amount of protein bound was 
analyzed by immunoblotting against the His‐tag (Figure 4A, Table S1.1). Quantification of 
the  signals  with  the  AIDA  software  showed  about  equal  binding  of  OpuA  at  a 
concentration  of  50  or  500  nmol  p‐BABA‐ATP.  Subsequent  experiments were mainly 














can  be  seen  in  Figure  4B  (Table  S1.2).  Spiking  of GlcV  to  a  crude  cell  free  extract  of 
L.lactis at a protein concentration of 3 µM still yielded a highly significant binding in the 
presence of p‐BABA‐ATP  (Figure 4C, Table S1.11). Quantification of  the  signals on  the 
SDS‐PAGE  gel  showed  that  about  41 %  of  the GlcV was  bound  to  the  column  in  the 
presence of p‐BABA‐ATP, which compares to 6 % (unspecific binding)  in the absence of 




KPi was due  to  the phosphate,  the potassium or both. The  screening clearly  indicated 




not affect binding and  the MES‐buffer  showed an  increased binding  compared  to  the 
phosphate buffers (Table S1.4). 
 




the column  (C);  (+) means that proteins were  incubated with the column material  in the presence of p‐
BABA‐ATP and (–) in the absence of an ATP analog. Equal volumes of each fraction were loaded on the gel. 






Binding  of  OpuA  was  tested  at  different  stages  of  the  purification,  namely  the 
membrane vesicles (MV), the solubilized MV (solMV) and purified protein, but no  large 
differences were observed (Table S1.5). The binding of purified OpuA was not improved 
in  the  presence  ortho‐vanadate  (together  with  magnesium),  which  is  a  phosphate 
analogue  that  traps  ATP  in  the  binding  pocket  of  nucleotide‐binding  proteins  via 
replacement of the released phosphate upon hydrolysis of MgATP to MgADP [54].    
The  binding  of OpuA  to  the  streptactin  column with  p‐BABA‐ATP was  further 
analyzed using membrane  vesicles with  various overproduced proteins or mixtures of 
purified proteins (Figure 5‐6, Table S1.6‐S1.8). Membrane vesicles with OpuAΔSBD (here 















columns  in  the presence or absence of  the ATP analog p‐BABA‐ATP with membrane vesicles  (1 mg/mL) 
overproducing OpuASBD or RibU (panel A & B, Table S1.6) or with a mixture of membrane vesicles (~10 
mg/mL)  containing  various overproduced membrane proteins  (panel C,  Table  S1.7).  The  following ABC 
transporter proteins were used: OpuA(ΔSBD) and GlnPQ and the following non‐ABC transporter proteins 
were used as controls: RibU and LacY. Annotations are: start material  (S), flow trough  (F), wash fraction 




three  non‐ABC  transporters  (LacS,  RibU  and  IIC)  (Figure  6,  Table  S1.8).  Sav1866  and 
OpuA  showed  clear  binding.  The  fact  that  OpuAA  was  detected  by  immunoblotting 
indicated  that  the whole complex of OpuA was bound since  the His‐tag  is on OpuABC 
subunit and p‐BABA‐ATP is binding to the OpuAA subunit. In case of GlnPQ, the His‐tag is 
on the ATPase subunit (GlnQ), but no binding of GlnQ was detected. However, GlnP (the 
transmembrane  domains‐substrate  binding  protein) was  detected  on  SDS‐PAGE  gels, 








Figure 6.  Immunoblot  (panel A) and SDS‐PAA gel  (panel B) monitoring the binding of nucleotide‐binding 
proteins from mixtures of purified proteins (0.1‐0.2 mg/mL purified protein) to streptactin columns in the 
presence of p‐BABA‐ATP  (Table S1.8). The  following ABC  transporter proteins were used: OpuA, GlnPQ 
and Sav1866. The following non‐ABC transporter proteins were used as controls: RibU, LacS, and the  IIC 





The experiments with  known proteins  showed  that p‐BABA‐ATP  is  able  to  specifically 
bind  and  enrich  subsets  of  ABC  proteins.  Next,  experiments  were  performed  with 
complex mixtures of proteins, either  soluble  (cell  free extract) or membrane  fractions 
(crude membrane vesicles) of L.lactis and incubated with p‐BABA‐ATP. Firstly, washing of 
proteins bound  to  the  streptactin column was  tested with  salt concentrations  ranging 
from 50  to 500 mM NaCl  (Table  S1.9). Washing  in  terms of  retaining  specific binding 
seemed optimal between 150 and 250 mM NaCl. Secondly, Tween 20 was tested but the 
improvement  in  terms  of  binding  was marginal  (Table  S1.10).  Thirdly,  the  effect  of 
extensive washing with MES‐buffer was  tested  for  cell  free  extracts  spiked with GlcV 
(Table  S1.11). Washing with  1 mL  or  10 mL  (10  up  to  100  column  volumes  (CV)) did 
remove the unspecifically bound GlcV (in the absence of ATP analog), but also removed 
specific proteins from the column in the presence of ATP analog (Figure 4C). An example 
of  the binding of proteins present  in  the  cell  free extract  is  shown  in  Figure 7  (Table 
S1.12). The differences between the three elution fractions were minor,  indicating that 
most of the proteins did not bind the column via one of the two ATP analogues. Closer 
inspection  of  the  SDS‐PAGE  gel  showed  small  differences  (Figure  7, marked with  an 
asterisk). The marked band was sliced from the SDS‐PAGE gel and identified with MALDI‐






extract  (~1 mg/mL)  in  the presence or absence of  the ATP analog p‐BABA‐ATP or p‐BAMBA‐ATP  (Table 






via  the  ATP  analogues.  Proteins  bound  to  streptactin  in  the  presence  (representing 
specific and aspecific binding) or absence  (respresenting aspecific binding) of p‐BABA‐
ATP,  were  identified  using  mass  spectrometry  (after  digestion  of  the  proteins  with 
trypsin and separation of the peptides over a RP‐nLC column). Quantification was done 
by the iTRAQ differential labeling technique. Since, the elutions of the proteins bound to 








nucleotide‐binding  proteins  from  DDM‐solubilized  membrane  vesicles  (with 
overexpressed levels of OpuA): (i) elution with acid (10% Acetic acid) (ii) with base (100 





belong  to  the  highly  abundant  class  of  ribosomal  proteins.  Both  subunits  of  the ABC 
transporter OpuA were also identified. Another adenine nucleotide‐binding protein was 






Overall, elution with base  seemed most promising  for detection of proteins by  tryptic 
digestion and mass spectrometry. 
Because  all  the  peptides  eluted  at  high  acetonitril  concentrations  from  the  reverse 
phase liquid chromatography column, several test experiments were performed to shift 
the elution patterns to lower acetonitril concentrations. Clean up of the samples either 
with a C18 micropipet  tip or with a  strong cation exchange cartridge not  improve  the 





made  in  the  elution  gradient  and  fraction  collection  from  column  to  optimize  the 





(with overexpressed OpuA) and  the soluble L.lactis cell  free extract  in the presence or 
absence  of  p‐BABA‐ATP  (both  done  in  duplicate).  The  proteins  bound  on  the  column 
were eluted with base, digested with trypsin and  labeled with  iTRAQ  label (4‐plex) and 
combined as described  in  the methods  section. Reverse phase  liquid  chromatography 
separation gave a clear UV signal for both fractions (UV spectra see Figure S1B)) and the 
collected  fractions were analyzed by MALDI‐MS/MSMS.  Subsequent  identification and 
quantification with MS/MSMS  did  not  yield many  identified  proteins  (Table  1).  Only 
proteins  that  were  identified  with  at  least  two  peptides  are  listed.  In  the  analyzed 
soluble  fractions,  OpuAA  was  detected  together  with  elongation  factor  (tufA),  the 















Cell free extract  llmg_0617  eno phosphopyruvate hydratase 4 2.031 0.134 1.296  0.411
  llmg_0634  pycA pyruvate carboxylase 2 1.460 0.352 1.435  0.209








aid of  the ATP analogues, but  the method needs  further optimization  to  increase  the 
detection  levels. For  future experiment efforts might be  focused on other methods  to 
identify  and  quantify  the  proteins  bound  to  the  streptavidin  column  material. 
Crosslinking of the ATP analogues, using azido‐groups on the adenine ring might help to 
reduce the background binding. To then overcome the problem of eluting the proteins, 




The  following  ABC  transporters  were  used:  OpuA  [55],  OpuAΔSBD  [56],  GlnPQ  [57], 
Sav1866  [58] and the soluble nucleotide‐binding domain  (GlcV) of the ABC transporter 
GlcSTUV  [59].  The  following  membrane  proteins  were  used  as  controls  (non‐ABC 
transporters): LacS  (C320A/A635C)  [60], LacY  [61],  IIC  [62] and RibU  [63]. The Sav1866 
construct was  cloned  into  the N‐Lic  vector pNZnLIC  as described by Geertsema et  al. 






mg/mL,  unless  indicated  otherwise;  for  protein  purifications,  the membrane  vesicles 








The mixture was  incubated  for  at  least  1h  at  4°C  (under  continuous mixing),  before 
washing and elution of  the proteins bound  to  the column material. The details of  the 
buffer  compositions  for  incubation,  washing  and  elution  are  described  in  the  figure 















mM  triethyl  ammonium‐bicarbonate,  pH  8.5)  plus  0.1 %  SDS.  Reduction  of  disulfide 
bonds  with  tris‐(2‐carboxyethyl)phosphine  (TCEP),  cysteine  blocking  with  methyl 
methanethiosulfonate  (MMTS dissolved  in  isopropanol), digestion with trypsin  (catalog 
number  V5111,  Promega)  and  iTRAQ  labeling  were  done  as  described  by  the 
manufacturers  protocol  (Applied  Biosystems) with  a minor  change:  The  iTRAQ  labels 
were  resuspended  in  200  µL  ethanol  instead  of  the  70  µl  ethanol  described  in  the 
labeling protocol,  to maintain  the high percentage of organic  solvent during  labeling. 
This modification was made because the  iTRAQ  labels were divided over two different 
samples (thus, 100 µL was used per reaction). The 4‐plex  labels were used to  label the 






160321),  using  the  Ultimate  3000  nano  LC  system  (Dionex).  The  gradient  solutions 
contained 0.05% TFA  (solution A) plus 80% ACN plus 0.05% TFA  (solution B), and  the 
gradient was run at a flow rate of 300 nl/min. Equilibration of the column, binding and 
washing  of  the  peptides was  performed with  4%  solution  B.  Two  different  gradients 




an  internal calibration mixture  (3  fmol/µL angiotensin  II  (Sigma‐Aldrich) and 6  fmol/µL 
adrenocorticotropic  hormone  (ACTH)  fragment  18‐39  (Sigma‐Aldrich))  and  spotted 
directly onto a MALDI target. Fractions of 12 seconds were spotted (260 or 520 spots per 
nLC  run),  using  the  Probot  system  (LC  Packings,  Amsterdam,  The  Netherlands).  The 
second  gradient  used  on  the  RP‐nLC  column  (‘linear’  gradient)  was  setup  because 
peptides  only  eluted  at  high  ACN  concentrations.  The  elution was  run  from  4‐100% 






Biosystems,  Foster  City,  CA  –  USA).  The MALDI‐TOF/TOF was  operated  in  reflectron 
positive  ionization mode  in  the m/z range 700‐4000. MS/MS precursors were selected 
from the top 30 peaks above the signal‐to‐noise (S/N) threshold of 50 per MS spectra. 
The MS/MS spectra were acquired using a 2kV acceleration voltage and air as collision 




Strong  cation  exchange  (SCX)  cartridges:  Part  of  the  trypsin  digested  sample 
















Analytical  RP‐HPLC  was  performed  using  a  polystyrene/divenyl  benzene  column 
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The  ABC  transporter  OpuA  from  Lactococcus  lactis  transports  glycine  betaine  upon 
activation  by  threshold  values  of  ionic  strength.  In  this  study,  the  ligand  binding 




any  salt dependence or  cooperative effects,  in  contrast  to  the  transport activity. Also 
nucleotide binding  to purified OpuA was not affected by  the  ionic  strength. OpuAC  is 
highly  specific  for  glycine  betaine  and  the  related  proline  betaine. Other  compatible 
solutes  like  proline  and  carnitine  bound  with  affinities  that  were  3  to  4  orders  of 
magnitude  lower.  The  low  affinity  substrates  were  not  noticeably  transported  by 
membrane‐reconstituted OpuA. OpuAC was crystallized  in an open  (1.9 Å) and closed‐
liganded (2.3 Å) conformation. The binding pocket is formed by three tryptophans (Trp‐
prism) coordinating  the quaternary ammonium group of glycine betaine  in  the closed‐
liganded structure.   Even though the binding site of OpuAC  is  identical to that of  its B. 
subtilis homolog, the affinity for glycine betaine is 4‐fold higher. 
Conclusions  
Ionic  strength  did  not  affect  nucleotide  or  substrate  binding  to OpuA,  indicating  that 
regulation of transport is not at the level of substrate binding, but rather at the level of 




The  osmoregulatory  ABC  transporter  OpuA  protects  Lactococcus  lactis  against 
hyperosmotic stress by accumulating the compatible solute glycine betaine. It has been 
shown that osmotic activation of OpuA depends on three  factors  [1‐3]:  (i) the osmotic 




(iii)  the  presence  of  tandem  CBS  domains  (‘CBS  module’)  in  OpuA  that  acts  as 
osmosensor.  Above  threshold  levels  of  anionic  lipids  and  below  the  threshold  ionic 
strength, the transporter is locked in an ‘off’ state, presumably via an interaction of the 
CBS module with the membrane surface. When the ionic strength is increased above the 
threshold or, alternatively,  the negative surface charge of  the membrane  is decreased 
[1,3,4],  the  transporter  is activated  (‘on’  state). Because  ionic  strength and a negative 
surface  charge  act  reciprocally,  that  is,  the  higher  the  fraction  of  anionic  lipids  ‐  the 
higher  the  ionic  strength  needed  for  activation,  it  is  thought  that  ions  screen  the 
electrostatic  interaction of the CBS module with the membrane  (as depicted  in Fig. 1). 
We have recently shown that deletion of the CBS module (OpuAΔCBS mutant; Fig. 1A) or 
substitution  of  five  surface‐exposed  cationic  residues  on  the  CBS module  to  neutral 
amino acids  (OpuAK3R2 mutant) suffices  for deregulated transport  [5]. The OpuAΔCBS 
and  OpuAK3R2  mutants  are  no  longer  osmotically  regulated  but  otherwise  fully 
functional  in  transport. The  importance of  the CBS module  in osmoregulation has also 
been  shown  for  an  OpuA  homolog  in  Pseudomonas  syringae  [6].  The mechanism  of 
osmotic  activation  of  OpuA  bears  resemblance  to  that  of  ProP  from  Escherichia  coli 
[7]and BetP  from  Corynebacterium glutamicum  [8], which  are  secondary  transporters 
that  use  electrochemical  ion  gradients  rather  than  ATP  to  drive  transport. Whereas 
OpuA responds to ionic strength [2], BetP is specifically activated by K+ ions [9]. ProP also 
responds  to  ionic strength but additional  factors such as hydration or macromolecular 
crowding  and  recently  the membrane  potential  have  been  implicated  in  the  osmotic 
regulation of transport [7,10]. Studies on the transcriptional regulator of OpuA showed 
that the repressor of the opuA operon dissociates from the DNA at high ionic strengths, 
which  is  consistent with  increased  expression  of  the  transporter  and  thus  increased 
accumulation of glycine betaine at high osmotic stress [11]. 
The ABC transporter OpuA  from Lactococcus  lactis  is a dimer and each half has 
two subunits. One subunit is composed of the nucleotide‐binding domain (NBD) fused N‐
terminally  to  a  tandem  pair  of  CBS  domains.  The  other  subunit  contains  the 
transmembrane  domain  (TMD)  fused  N‐terminally  to  the  substrate‐binding  domain 
(SBD). The NBD‐CBS and SBD‐TMD subunits are named OpuAA and OpuABC, respectively 
(Fig.  1).  In  case of  L.  lactis OpuA,  the NBD‐CBS domains  are  followed by  a  stretch of 
about  twenty amino acids, most of which are anionic. This anionic  tail varies  in  length 










OpuAB:  I  is  amphipatic  helix;  II‐VII  are  transmembrane  segments;  SA  is  the  signal  anchor  sequence), 
connected to the substrate‐binding domain (SBD, OpuAC). Panel B shows the organization of the subunits 
in  the membrane.  The  functional  protein  is  a  dimer  of  the  complex  shown  in  panel  B.    The OpuABC 
subunits are depicted in grey, the OpuAA subunits in orange.  
The  SBD  of  OpuA,  hereafter  named  OpuAC,  belongs  to  a  superfamily  of  proteins 




equilibrium  towards  a  closed  state,  a  process  often  referred  to  as  a  Venus  fly‐trap 
mechanism  [13]. The closed,  ligand‐bound proteins associate with  the transmembrane 
domains and deliver  the cargo  for  translocation. Previously,  it was  shown  that OpuAC 
could  complement OpuAΔSBD,  albeit poorly due  to  the  low  affinity of OpuAC  for  the 
membrane‐domain  of  OpuA  [14].  OpuAC  from  Bacillus  subtilis  has  previously  been 
investigated in terms of ligand binding as well as having its structure determined [15,16]. 
This  protein  is  membrane‐tethered  via  a  N‐terminal  lipid  modification  rather  than 









Binding  of  glycine  betaine  to  purified  OpuA  (solubilized  in  DDM)  and  OpuAC  was 
assessed  under  different  conditions  relevant  for  the  osmoregulatory  function  of  the 
transporter. Glycine  betaine  binding was measured with  three  different methods:  (i) 
intrinsic protein fluorescence; (ii) isothermal titration calorimetry; and (iii) a filter‐based 
assay  using  radioactive  ligand.  Measurements  were  performed  at  different  ionic 
strengths, using increasing concentrations of potassium phosphate (ranging from 10‐250 
mM  KPi,  which  is  equivalent  to  an  ionic  strength  of  0.02‐0.5.  The  intrinsic  protein 




OpuAC  domain).  The  dissociation  constants  for  glycine  betaine  binding  to OpuA  (Kd’s 
around 5‐6 µM, Fig. 2A, Table 1) and OpuAC (Kd’s around 4‐5 µM, Fig. 2B, Table 1) were 
similar and did not show any salt dependence. At very high protein concentration, the 
amount  of  glycine  betaine  bound  was  0.74  mol/mol  OpuAC  (Fig.  2C).  Although 
fluorescence measurements report binding constants over a wide concentration range, a 
KD of ~ 5 μM is generally too high for an accurate estimate of the number of binding sites 
from  the  intercept  of  the  slope  and  the  plateau  of  the  binding  curve  [17]. We  then 
determined  the  number  of  sites  from  the  binding  of  radiolabeled  glycine  betaine  to 
purified OpuA via ammonium‐sulfate precipitation [18]. Again, the dissociation constant 
was shown to be independent of the ionic strength (Fig. 2D). The Kd was averaged from 
duplicate  measurements  for  all  salt  concentrations,  and  was  7.3  µM;  the  maximal 
number of binding sites was ~3 nmol/mg OpuA (which equals to 1.2 mol of substrate per 
mol OpuA or 0.6 mol per mol of  substrate binding domain). To ascertain  that glycine 




not  shown).  In  principle,  ligand  binding  could  occur  to  the  membrane  domain  as 
suggested,  for  instance,  by  the  crystal  structures  of  full  length  transporters  [21]. 
However, this binding would most likely be of low affinity and not readily detected. Our 






measured  using  intrinsic  protein  fluorescence  (panel  A,  B  &  C),  filter‐based  assay  using  radio‐labeled 




at  a  concentration  of  20  µM.  OpuAC  The  fluorescent  measurements  were  plotted  as  the  absolute 
percentage change of the initial fluorescence signal in the absence of substrate (panel A, B & C); the filter‐
based measurements were  corrected  for background  signals  (panel D);  and  the data  fits  are  shown  as 
black lines. In panel A,B & D: measurements were done at 250 mM KPi (), 50 mM KPi () and 10 mM KPi 
(panel A and D) or 12.5 mM KPi (panel B) (). ITC measurements (panel E) were performed at 50 µM of 




Table  1.  Glycine  betaine  binding  to  purified  OpuA  and  OpuAC  using  intrinsic  protein  fluorescence. 
Dissociation constants (KD) and maximal fluorescence change (∆Fmax) values of glycine betaine binding to 
OpuA  and  OpuAC  at  different  salt  concentrations.  The  dissociation  constants  and  ΔFmax  values  were 
averaged from at least two independent measurements and the errors indicate the range. 
KPi, pH7.0 (mM)  OpuA  OpuAC 
KD (µM)  ΔFmax (%)  KD (µM)  ΔFmax (%) 
12.5    6.0±0.5     9.9±0.3  4.5±0.7  23.6±1.1 
50    6.0±0.7   10.8±0.4  4.6±0.1  23.4±0.9 
250    5.2±0.2    9.3±0.2  4.1±0.0  23.1±1.2 
Thermodynamic analysis of ligand binding 




measurement,  corrected  for  blanks,  is  shown  in  Fig.  2E, which  yielded  a  dissociation 
constant of 3.8 ± 1.1 µM and 0.7 mol of glycine betaine bound per mol of OpuAC. The 
enthalpy change was ‐3.8 ± 0.1 kcal mol‐1 (exothermic effect) and TΔS was 3.6 ± 0.1 kcal 
mol‐1deg‐1,  yielding  a  Gibbs  free  energy  of  ‐7.5  kcal mole‐1.  Overall,  the  number  of 




Previously  studied  glycine  betaine  transport  systems  facilitate  the  accumulation  of  a 
wide variety of  substrates  [22,23]. Binding of a number of  these  related  substrates  to 
OpuAC was determined by intrinsic protein fluorescence measurements as shown in Fig. 
3. Proline betaine did not elicit  significant  fluorescence  changes, but a KI of 41±8  μM 
could  be  estimated  from  a  (competitive)  inhibition  experiment  by measuring  glycine 
betaine‐induced  fluorescence  changes.  The  affinity  for  proline  was  low  and  a 
dissociation constant of 132±20 mM was estimated. The binding curve for carnitine did 
not  reach  a  stable end‐level,  and  affinity  constants were  thus estimated  as  inhibition 
constants using glycine betaine as reporter (Fig. 3); the data are summarized in Table 2. 
Measurements  in OpuA‐containing  proteoliposomes  showed  transport  against  a  large 
concentration  gradient  of  glycine  betaine  but  not  of  carnitine  (Fig.  4).  Proline  slowly 
entered the proteoliposomes, but this effect was independent of the presence/absence 
of OpuA. In fact, calculations of the concentration of proline inside the proteoliposomes 
after  30 min  (based  on  the  assumption  that  the  volume  of  the  proteoliposomes  is  1 
µl/mg  of  lipid)  showed  no  accumulation  of  the  proline,  indicating  a  diffusion‐based 
process.  Overall,  the  data  indicate  that  OpuAC  and  thus  OpuA  is  highly  specific  for 











or  0.25 mM  proline  betaine  (),  100 mM  proline/carnitine  or  0.5 mM  proline  betaine  (),  250 mM 
carnitine or 1 mM proline betaine () and 500 mM carnitine (). Measurements in panel D‐F were fitted 









Table  2.  Binding  of  various  ligands  to  purified OpuAC  using  intrinsic protein  fluorescence. Dissociation 
constants  (KD) and  inhibition constants  (KI) of various  ligands bound  to OpuAC measured either directly 
(KD) or via  inhibition of glycine betaine binding (KI), using  intrinsic protein fluorescence. The dissociation 
constants  were  averaged  from  at  least  duplicate  measurements,  fitted  independently  to  obtain  the 










The  following  14C‐labeled  substrates were  tested:  glycine betaine  (), proline  ()  and  L‐carnitine  (). 
Transport was measured using a filter‐based assay at a OpuA concentration of 60 µg/ml and with 51 µM 
(data shown) or 5 mM  (not shown) of substrate. The data with 5 mM substrate are not shown but  the 
results were  similar as presented  in  the graphs with 51 µM: glycine betaine was  transported against a 
concentration  gradient;  carnitine  was  not  taken  up,  neither  in  the  proteoliposmes  nor  in  the  empty 
liposomes; and proline entered  the vesicles slowly but at an equal rate  in  the proteoliposomes and the 
liposomes devoid of OpuA. The data thus indicate that only the uptake of glycine betaine is facilitated by 





OpuAC domains. To  investigate  the possibility  that  the  two substrate‐binding domains 
interact, we determined the oligomeric state of isolated OpuAC by static light scattering 
coupled  to  size‐exclusion  chromatography  (SEC‐MALLS). OpuAC  (Fig.  5) was  found  to 
have a molecular mass of 30.3 kDa,  irrespective of  the presence or absence of 1 mM 










liganded  conformation  (space  group H32, diffracting  to 2.2 Å  resolution),  respectively 
(Table  3).  The  structures were  solved  by molecular  replacement  using  the  individual 
domains of the B. subtilis OpuAC structure as search models (Fig. 6).  
The structures of OpuAC showed a  fold  typical of SBD’s, having  two α/β domains  that 
enclose a  ligand‐binding site when  in contact with each other (Fig. 6A). OpuAC belongs 
to Class II of the proteins in the SBD family [24], with two connecting segments forming 
the  hinge,  of  which  the  central  residues  are  Lys404  and  Ser508.  In  the  open 
conformation,  the  α/β  domains  had  moved  by  25  relative  to  one  another  when 
compared to the closed‐liganded state. This falls in the normal range of opening of SBDs, 
which  in typical class I and II SBDs range from 14  in the binding protein of the  leucine 
transporter  [25]  to  60  in  the  binding  protein  of  the  leucine/isoleucine/valine 
transporter, both  from  E.coli  [26]. During  refinement,  electron density  accounting  for 
bound  ligand  became  visible  in  the  ligand‐binding  site  of  the  closed  conformation 
structure. Glycine betaine  in the closed‐liganded conformation was tightly bound, with 
B‐factors  in  the  same  range  as  for  the  rest of  the protein.  In  the open  conformation 
































The  superposition of  the binding‐site  residues  in  the open and closed conformation  is 
shown  in  Fig.  6B.  In  the  closed‐liganded  conformation,  the  full  binding  site  has  been 
formed.  Compared  to  the  open  state,  a  third  tryptophan  (W484)  has moved  in  and 
contributes  to  the  coordination  of  glycine  betaine.  The  formed  Trp‐prism,  previously 











B, superimposition of  the binding pockets  for  the open and closed‐liganded structures of OpuAC. Upon 
closure  of  the  protein  a  complete  Trp‐prism  is  formed  for  coordination  of  the  quaternary  ammonium 
moiety of glycine betaine.  In addition, hydrogen bonds are  formed between  the  carboxylate of glycine 
betaine and H392, G437 and V438, thereby stabilizing the closed conformation. 
ATP binding to purified OpuA 
ATP  binding  to  purified  OpuA,  OpuAΔSBD  and  OpuAΔCBS  was  measured  with  the 
fluorescent  ATP  analog  TNP‐ATP.  TNP‐ATP  binding  to  the  nucleotide‐binding  domain 
gives  rise  to  an  increase  in  the  fluorescence  together  with  a  small  blue  shift.  The 
measured fluorescence was corrected for TNP‐ATP fluorescence in the buffer. The TNP‐
ATP  binding  at  12.5  and  50  mM  KPi  pH7  showed  no  significant  difference  for  the 
dissociation  constants  (0.8±0.1  µM  and  1.1±0.3  µM,  respectively,  Fig.  7A‐B).  At  the 
highest salt concentrations (250 mM KPi, pH7), two different effects were observed. The 
high  salt  concentration  yielded  a  higher  TNP‐ATP  fluorescence  (Fig.  7A),  but  also  the 
affinity decreased yielding a dissociation constant of 2.4±0.3 µM (Fig. 7B). The  increase 
in  the  dissociation  constant  is  small  but  significant.    TNP‐ATP  binding  to  truncated 
versions of OpuA (OpuAΔSBD, which lacks the substrate binding domain and OpuAΔCBS, 
which  lack  the  osmosensing  CBS  domains) was measured  at  50 mM  KPi,  pH  7.  The 
dissociation  constant  of  TNP‐ATP  binding  to  OpuAΔCBS  was  1.4  ±  0.1  µM,  which  is 
comparable to that of the wildtype OpuA protein. On the contrary, deletion of the SBDs 
significantly  lowered  the affinity, yielding a dissociation constant of 5.7 ± 0.5 µM  (Fig. 
7C).  The  presence  of  1 mM  glycine  betaine  did  not  affect  the  binding  of  TNP‐ATP  to 
OpuA, OpuAΔSBD and OpuAΔCBS (data not shown). The data are summarized in Table 4. 
Overall,  the data  indicate  that  the previously described  ionic  control of OpuA  activity 
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[1,2]  is  not  at  the  level  of  substrate‐  or  nucleotide‐binding,  leaving  regulation  of 
translocation as the most plausible scenario.  
Figure 7. TNP‐ATP binding  to purified OpuA and derivates. Fluoresence was measured via  fluorescence 
changes upon TNP‐ATP binding  to  the protein. TNP‐ATP  fluorescence  in buffer and TNP‐ATP binding  to 
OpuA  (with 0.5 µM purified OpuA) was measured at different salt concentrations  (12.5‐250 mM KPi pH 
7.0)  (panel  A).  TNP‐ATP  binding  to  OpuA  was  corrected  for  background  fluorescence  in  buffer  and 
normalized to the endlevel (panel B). In panel A and B, measurements were done at 250 mM KPi (,), 50 
mM KPi (,) and 12.5 mM KPi (,). Closed symbols were used for TNP‐ATP binding to OpuA and open 
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we now show  that glycine betaine binding  to  the SBDs of OpuA  is  independent of  the 
salt concentration  in the medium. This was established  in binding studies using the full 
size OpuA protein  in a detergent‐solubilized state as well as  the  isolated SBD domains 
expressed  as  soluble  protein  (OpuAC).  Some  glycine  betaine  transport  systems  have 
rather broad substrate specificity, e.g. ProP from E. coli, which transports among others 
proline, glycine betaine and ectoine [23], and OpuC from B. subtilis which takes glycine 





The dissociation constant  for glycine betaine binding  (KD ~ 4 µM)  to OpuAC  (and  thus 
OpuA) from L.  lactis  is about 4‐fold  lower than the corresponding value for the OpuAC 
homolog from B. subtilis (KD ~17 µM, [15]); similar differences are observed for proline 
betaine (KD ~41 µM and ~295 µM, respectively [15]). At the  level of primary sequence, 
OpuAC  from  L.  lactis and B.  subtilis are 44%  identical. To  find out what  caused  these 
differences, OpuAC was  crystallized  and  its  structure  determined.  Superimposing  the 
C‐backbone structures of OpuAC from L. lactis and B. subtilis yields an r.m.s.d of 0.98 Å. 
If one only superimposes the residues involved in the ligand binding, the r.m.s.d is 0.28 
Å,  implying  that  the binding sites are virtually  identical. Since  the binding sites do not 
differ, the explanation for the higher affinities in OpuAC from L. lactis must lie elsewhere 
in the protein. It has previously been shown for maltose‐binding protein that mutating a 
residue  which  allosterically  affects  the  equilibrium  between  the  apo‐state  and  the 
closed‐liganded  conformation  can  change  the  KD  for  ligand  binding  by more  than  2‐
orders  of  magnitude,  while  leaving  the  binding  site  intact  [28].  The  differences  in 
substrate‐binding  activity  between  OpuAC  from  L.  lactis  and  B.  subtilis may  have  a 
similar basis and be  caused by a  lower  flexibility  in  the  L.  lactis protein, which would 
imply a lower entropic barrier for domain closure and a decrease in koff  (and thus Kd) for 
the ligands.  
Electron  density  was  observed  in  the  ligand‐binding  site  of  the  open 
conformation structure. This density could not unambiguously be determined, but likely 













domain  of  nicotinic  acetylcholine  receptors,  serving  as  a  structural  model  for  the 
pharmaceutically  important  family of pentameric  ligand‐gated  ion channels  [32,34,35]. 
Even  though  the  overall  structures  of  BetP,  AChBP  and  OpuAC  are  unrelated,  these 
proteins all share a common binding motif, with aromatic residues forming a box around 
the  ligand  and  interacting  via  cation‐π  interactions.  Likely  this  aromatic  box  is  the 
optimal solution for the binding of the quaternary ammonium moiety. It  is tempting to 
speculate  that  these  systems  have  converged  during  evolution,  very  much  like  the 
independently evolved catalytic triad (Ser‐His‐Asp) in proteases [36].  
Glycine  betaine  binding  to  OpuA  is  dependent  on  the  environment  of  the 
protein. In a lipidic environment the dissociation constant is around 0.5 µM [14]), but in 
the DDM‐solubilized state  the dissociation constant  is  increased around 10‐fold.  It has 
previously been established  that  the  lipidic environment  is  important  for  regulation of 
the OpuA transport activity [1]. Here we show that the membrane environment affects 
ligand  binding  as well  but  the  effect  is  not  related  to  the  ionic  sensing mechanism 
described previously [1]. 
Nucleotide‐binding to OpuA 
Biochemical  studies  have  established  a  salt  dependence  for  the  nucleotide‐binding 
subunit  (OpuAA)  of  the  glycine  betaine  transporter  from  B.  subtilis.  B.subtilis OpuAA 
undergoes a dynamic monomer–dimer equilibration  forming dimers  in  the nucleotide‐
free and ATP‐bound states, but converts to a monomeric state in the ADP‐bound form.  
At high salt concentrations the  interconversion between these two states  is diminished 





ATP  binding  to  OpuAΔSBD.  This  effect  was  not  induced  by  glycine  betaine.  Thus, 
irrespective  of  the  binding  of  glycine  betaine,  the  presence  of  the  substrate‐binding 
domain seems to have a positive effect on the TNP‐ATP binding, which must be signaled 
via the membrane domain. The comparable affinity of TNP‐ATP for wildtype OpuA and 
OpuAΔCBS  indicates  that  the  CBS  domains  do  not  influence  nucleotide  binding.  The 
ability  of  CBS  modules  to  bind  nucleotides  was  published  by  Scott  et  al.  [38],  but 








observed when  binding  of  glycine  betaine  is  probed. Overall,  the  data  underline  the 
importance of  the  lipidic membrane  for  the osmosensing and regulation of OpuA. The 
crystal structures of OpuAC show a classic Trp‐prism binding pocket,  forming the basis 
for the high affinity binding of glycine betaine, and reveal that the differences  in  ligand 





Plasmids  for expression of OpuA or derivatives were propagated  in  Lactococcus  lactis 
strain NZ9000. The following OpuA mutants were used: OpuACBS [1], and OpuAΔSBD, 
OpuAC [14]. The topologies of the different constructs are depicted schematically in Fig. 





nisin  A  producing  strain  NZ9700.  The  cells  were  harvested  and  stored  at  ‐80°C  for 
preparation of membrane vesicles. 
Preparation membrane vesicles and protein purification 
Cell  disruption  was  performed  by  two  passages  through  a  cell  disruptor  (Constant 
Systems Ltd) at 39 kPsi in the presence of 1 mM MgSO4, 1 mM PMSF, 100 µg/mL DNase 
and 100 µg/mL RNase. The cell debris was removed from the solution by centrifugation 
(15  min  11,814  xg  at  4  °C)  and  the  membrane  vesicles  were  collected  by 
ultracentrifugation  (60  min  185,000  xg  at  4°C).  The  pellet  fraction  (containing  the 
membrane vesicles) was resuspended  in 50 mM KPi, pH 7, 20% glycerol (Buffer A) to a 





Membrane  vesicles were  collected  by  centrifugation  (20 min  267,008  xg  at  4°C)  and 
resuspended  in  buffer  A  plus  200 mM  KCl  to  a  final  concentration  of  5 mg/mL  total 
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protein. The membrane vesicles were  solubilized  in 0.5% DDM  for 30 min on  ice. The 
insoluble fraction was removed by ultracentrifugation (20 min 267,008 xg at 4°C), after 
which the solubilized material was diluted five‐fold  in buffer A, supplemented with 200 




mM KCl, 15 mM  imidazole  and 0.05% DDM,  after which  the protein was eluted with 
Buffer  A  supplemented  with  200  mM  KCl  ,200  mM  imidazole  and  0.05%  DDM. 
OpuAΔCBS  was  purified  using  similar  conditions,  except  that  the  imidazole 








7.0  (for  biochemical  characterization).  Fractions  containing  OpuAC  were  pooled  and 
concentrated, using a Vivaspin column with a cut‐off of 10 kDa.  
Fluorescence measurements 
Fluorescence  spectra  were  obtained  with  a  Fluorolog®‐3  (Jobin  Yvon) 
spectrofluorometer.  A  quartz‐cuvette  containing  800  µL  of  protein  sample  was 










(slit widths of 1 and 5 nm),  respectively. To determine  the  salt dependence of  ligand‐
binding to purified OpuA, the buffer was exchanged to various KPi concentrations (12.5‐
250 mM), pH 7.0, 20% glycerol and 0.05% DDM, using a NAP10 column (GE Healthcare). 






Fluorescence  titrations  were  analyzed  essentially  as  described  by  Lanfermeijer  [17]. 
Curve  fitting  was  performed  in  Origin  (OriginLab).  The  dissociation  constants  for 
competitive binding were calculated using equation 1,  
KD,app = Kd(1+s[I]/Ki)    (equation 1) 




Glycine  betaine  binding  to  OpuAC  was  measured  by  microcalorimetry  on  a  ITC200 
calorimeter (MicroCal) at 25 °C. 200 µL of OpuAC (concentrated to 50 µM in 150 mM KPi, 
pH 7) was added to the cell. To determine the binding constant, glycine betaine (500 µM 
stock  solution  in  the  same  buffer  as  the  protein) was  added  stepwise.  Typically,  20 







[18].  This method  is  based  on  the  principle  that  upon  salting‐out  of  the  protein  (by 
ammonium sulfate), the substrate remains trapped  in the  ligand‐binding site. For these 
measurements,  purified  OpuA  in  the  presence  of  0.05%  (w/v)  n‐dodecyl‐β‐
maltopyranoside (DDM) was mixed such that the protein (at a final concentration of 100 




after 2 min by dilution of the sample  into 2 ml  ice‐cold 50 %  (w/v) ammonium sulfate 
solution.  The mixture was  filtered  rapidly  through 0.45  μm pore‐size  cellulose nitrate 
filters.  The  filters  were  washed  twice  with  2  ml  ammonium  sulfate  solution. 
Subsequently, the filters were placed  in an open plastic vial and dried under heating  in 
an oven at 37  °C  for 2 hours. The  radioactivity on  the  filters was measured via  liquid 








(Amersham,  specific  activity: 2.01*106 MBq/mmol)  to  glycine betaine  as described by 
Boch et al. [41].  
Substrate transport 
The  transport  activity  of  OpuA  was measured  using  [14C]‐glycine  betaine  (converted 
from  [14C]‐choline  chloride  (Amersham,  specific  activity:  2.07*103  MBq/mmol)  as 
described  by  Boch  et  al.  [41]),  [14C]‐L‐proline  (Amersham,  specific  activity:  8.58*103 
MBq/mmol) and [14C]‐L‐carnitine (GE Healthcare, specific activity: 2.11*103 MBq/mmol) 
with  OpuA  reconstituted  in  proteoliposomes  containing  38  mol%  dioleoyl‐
phosphatidylglycerol,  50  mol%  dioleoyl‐phosphatidylethanolamine  and  12  mol% 
dioleoyl‐phosphatidylcholine.  Proteoliposomes were  prepared  as  described  previously 
by Geertsma et al. [42] with an ATP regenerating system present and using 200 mM KPi, 
pH 7, as external medium. The transport activity was measured using a filter‐based assay 






were used  for absorbance at 280nm  (Agilent),  static  light‐scattering  (miniDawn TREOS 
Wyatt) and differential refractive index (Optilab Rex Wyatt). For data analysis, the ASTRA 
software  package  version  5.3.2.10 was  used  (Wyatt), with  a  value  for  the  refractive 
index increment (dn/dc) protein of 0.187 ml/mg [43,44]. 
Crystallization and structure determination 
OpuAC,  in  20 mM Na‐MES,  pH  6.0  and  15 mM NaCl, was  concentrated  to  9 mg/mL. 
Crystals  of  OpuAC  were  grown  by  vapor  diffusion  in  hanging  drops.  Crystallization 
conditions  that  yielded  the  open‐liganded  conformation  consisted  of  1  µL  protein  (9 
mg/mL OpuAC) and 1 µL reservoir solution (0.2 M sodium iodide, 0.1 M Bis‐Tris propane 
pH  8.5,  20% w/v  PEG  3350).  Crystals  yielding  the  closed‐liganded  conformation were 
grown with 1 µL protein (9 mg/mL OpuAC plus 1 mM glycine betaine) and 1 µL reservoir 
solution  (0.2 M NaCl,  0.1 M Na‐Hepes,  pH  7.0,  20%  PEG  6000).  Crystals  of  the  open 
conformation were obtained after 21 days of  incubation at 18 °C, while for the closed‐
liganded  conformation  crystals  were  obtained  after  4  days  of  incubation  at  18  °C. 
Crystals of  the open and  closed–liganded  conformation were  soaked  in mother  liquor 
supplemented with 12% glycerol for 30 s and 42% PEG 6000 for 30 s, respectively, and 
then flash cooled in liquid nitrogen. Data was collected to 1.9 Å and 2.3 Å resolution for 
the  open  and  closed‐liganded  conformation,  respectively,  on  beamline  ID23‐2  at  the 
ESRF,  Grenoble.  Data  processing,  reduction  and  scaling  were  carried  out  using  the 
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Chapter 5  The  response  of  Lactococcus  lactis  to  membrane 
protein production 





enough  for  structural  and  functional  studies  is  often  problematic.  To  engineer  cells 
towards  efficient  membrane  protein  production,  it  is  important  to  characterize  the 
stress  response  to  the  expression.  We  employed  a  combined  proteomics  and 
transcriptomics  approach  to  probe  the  cellular  responses  upon  the  synthesis  of 
membrane  proteins  in  Lactococcus  lactis.  The  overproduction  of membrane  protein 
resulted in severe growth defects, presumably due to a diversion of nutrient towards the 
synthesis of recombinant proteins and/or too limited capacity to import amino acids. In 
addition  membrane  protein  overproduction  invoked  a  general  stress  response 
(upregulation  of  various  chaperones  and  proteases),  which  is  probably  due  to 







cell  structure.  Due  to  their  important  roles  in  various  diseases  these  proteins  are 




Escherichia  coli,  yeast  (Pichia  pastoris  and  Saccharomyces  cerevisiae)  and  higher 
eukaryotic  cells  (mammalian  and  insect  cells)  are  often  used  for membrane  protein 
production  [3,4].  However,  the  production  of  proteins  in  a  functional  state  and  in 
sufficient yields for structural analysis is often a problem. Emerging systems like cell‐free 
protein expression offer interesting possibilities but producing the protein in the native 









addition,  the  limited number of endogenous  transporters  facilitates  complementation 
studies.  
The  choice  of  host  cells  for  production  of  recombinant  membrane  protein 
depends  on  various  factors,  like  gene  source  (codon  bias,  tRNA  levels),  protein 
complexity and the requirements for a particular folding environment, post‐translational 
modifications, and others. Production of proteins  can often be  improved by  trial‐and‐
error  approaches  to  screen  for  the  best  promoter,  inducer  levels  and  growth media 
[17,18] or by screening a wide variety of homologues [19,20]. Alternatively, production 
levels can be  increased by selecting strains with  improved protein production potential 
[21,22] or by  screening  for  stable variants of a given protein  [23]. To understand and 





Here,  we  used  transcriptomics  and  proteomics  approaches  to  determine  the 
response  of  L.  lactis  to  the  production  of membrane  proteins. We  compared  target 
membrane proteins that were either produced well or poorly, yielding different levels of 
stresses  to  the  cells. We  also  included  a  secreted protein  as  a  reference  that equally 













from  L.  lactis  NZ9700,  corresponding  to  final  nisin  A  concentration  of  10  µg/L.  The 
addition of  the  inducer had a slight effect on growth, even  in cells carrying  the empty 
















To determine protein production  levels,  the membrane  fractions extracted  from  these 
cells, harvested 2 h  after  induction, were  analyzed on  SDS‐PAGE  gels. Analysis of  the 
Coomassie‐stained gel (Fig. 1B) and the immunoblot (Fig. 1C) showed very high levels of 
OpuA.  Similar  to  previous  studies  [29],  the  levels  of  the  individual  subunits  of OpuA 




into  the medium,  was  also  present  in  the membrane  fraction,  as  evidenced  by  the 
immunoblot (Fig. 1C). Cell fractionation studies indicated that AmyQ was present in the 












study, we  determined  the  physiological  response  of  L.  lactis  to  the  protein  synthesis 
burden by performing a  combined proteomic and  transcriptomic analysis. Contrary  to 
PS1∆9, StSUT1 and AmyQ, that have no known activity  in L.  lactis and/or of which the 
substrates  are  not  present  in  our  experimental  setup,  increased  production  of OpuA 
results  in  the  accumulation  of  glycine  betaine  and,  therefore,  in  an  increase  in  the 
internal  osmotic  pressure  of  cells.  In  order  to  be  able  to  only  examine  the  effect  of 
overproduction of  the OpuA protein, we expressed a point‐mutated version of OpuA, 
OpuA(H223A),  in which  the histidine  residue at position 223, essential  for  the ATPase 
activity [30], was replaced by alanine.  
OpuA is easily produced by L. lactis NZ9000 and is therefore expected to request 
a  considerable  amount  of  resources,  for  transcription  as well  as  for  translation  and 




for  the production of OpuA(H223A). Fig. 2A  shows  that OpuA and OpuA(H223A) were 
synthesized at comparable  levels  in L.  lactis and  that no OpuA was  formed  in L.  lactis 
NZ9000/pNZopuAmRNA. Whole‐cell  14C‐glycine betaine  transport assays, using L.  lactis 




the mRNA  control  strain  (L.  lactis(NZ9000/pNZopuAmRNA) was  only  slightly  inhibited 
upon  induction with nisin A  and  similar  to  that of  the of  empty  vector  control  strain 
NZ9000/pNZ8048. These data suggest that the nisin A‐induced increase of transcription 
per  se  does  not  have  a major  impact  on  the  physiology  of  L.  lactis.  Growth  of  the 




strains  carrying  pNZOpuA(H223A),  pNZPS1∆9,  pNZStSUT1  or  pNZAmyQ.  L.  lactis 
NZ9000/pNZopuAmRNA  was  used  as  a  dedicated  control  for  L.  lactis 
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NZ9000/pNZOpuA(H223A), whereas  L.  lactis NZ9000/pNZ8048 was used  for  the  same 
purpose in the three other situations. 
 
Figure 2. Transcript, protein  and  activity  levels.  (A) The  recombinant production of proteins  in  L.  lactis 
NZ9000 was analyzed on immunoblot, using an anti‐His tag antibody ("–" indicates uninduced cells and "+" 
cells induced with 10 µg/L of nisin A at OD600 ≈ 0.5). Cells were harvested after 2 h of nisin A induction. (B) 
Transport  activity  of  parental  OpuA  (triangles)  and  OpuA(H223A)  (squares)  was  analyzed  in  L.  lactis 
Opu401 cells. The nisin concentration  for  induction was 100 ng/L and  the uninduced cells, carrying  the 
pNZ8048 (circles), were used as a control. (C) Growth of L. lactis NZ9000, expressing parental OpuA (filled 
triangles),  OpuA(H223A)  (filled  squares)  and  opuAmRNA  (empty  triangles).  Cells  harboring  pNZ8048 
(empty  vector),  induced  (open  circles)  and  uninduced  (closed  circles) were  used  as  control.  (D)  Time‐

















Expression  of  branched  chain  amino  acid  permease  (bcaP)  remained  constant 
throughout  the  growth  curve  [32]  and  was  used  as  a  control.  Although  increased 
transcript levels could be detected after one min of induction, it took longer to observe 
the overproduced proteins by Western blotting (Fig 2E). OpuABC was detected after 4 to 
8  min  of  induction  and  increased  gradually  over  a  period  of  120  min.  Therefore, 
sampling for transcriptomics was dense (0, 2, 8, 16, 32 and 64 min after induction), but 
less  frequent  for  proteomics,  (0 min,  16 min  (onset  of  detectable OpuA)  and  64 min 










lactis  subsp.  cremoris  MG1363  [33].  Principal  component  analysis  (PCA)  of  the 
transcriptome data showed that the cells reacted  immediately on the  induction of the 







The  soluble  proteome  of  the  control  cells  (NZ9000/pNZ8048  or  NZ9000/ 
pNZopuAmRNA)  and  cells  overproducing  membrane  protein  was  analyzed  by  two‐
dimensional differential  in gel electrophoresis  (2D‐DIGE),  in combination with nanoLC‐
MS/MS  (see  Materials  and  Methods).  Upon  OpuA(H223A)  overproduction,  the  PCA 
analysis on the spot volumes, for a subset of protein spots that were matched across all 
the 2D gel images (Decyder 6.5 GE Healthcare, Uppsala, Sweden), revealed no significant 
differences  for  the  time points 0 min and 16 min. Differences between  the  induced L. 
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lactis  NZ9000/pNZopuAmRNA  and  NZ9000/pNZOpuA(H223A)  cultures  became 
significant only after 64 min. The soluble proteomes were then distinct from each other 
and from the earlier time points (Fig. 4B) and were further analyzed.  
Membrane  proteomes  extracted  from  control  cells  (NZ9000/pNZ8048  or 
NZ9000/ pNZopuAmRNA) and cell overproducing membrane protein collected after 64 
min of induction were analyzed by 2D‐liquid chromatography, separating iTRAQ‐labelled 
peptides  by  strong  cation  exchange  (SCX)  and  reverse  phase  nano‐liquid 
chromatography  (RP‐nLC).  Proteins  were  identified  by  MALDI‐MS/MSMS  of  the 
peptides. To  improve  the  identification and quantification of  low abundant membrane 
proteins,  the membrane  fractions were extracted with urea/K‐EDTA and  subsequently 
with cholate to remove the majority of aspecifically bound cytosolic proteins (for more 
detail,  see paragraph below). Nevertheless, highly abundant  soluble  cytosolic proteins 
(glycolytic  enzymes,  ribosomal  proteins)  could  still  be  detected  in  the  membrane 
proteome  fraction  and  these were  included  in  the  proteome  dataset.  The  significant 
differentially  expressed  proteins  and  all  identified  proteins  (crude  data)  are  listed  in 
Supplementary Table SI.  
Extraction of the membrane vesicles  
Prior  to  analysis  of  the membrane  proteome  via  iTRAQ  labeled  peptides, membrane 
vesicles were  extracted  in  two  steps  using  urea/EDTA  and  cholate  to  remove  loosely 
attached soluble proteins from this fraction and to improve detection of the membrane 
proteins. Urea and cholate extractions have been described previously  for  the  lactose 
carrier  [34] and EDTA was used  for  the  stripping of membrane  containing H+‐ATPases 
[35]. The SDS‐PAGE gel (Fig. 3A) shows the differences for the membranes after washing 
with  buffer, with  urea/K‐EDTA  and with  cholate  after  urea/K‐EDTA washing. Washing 
with  buffer was  not  an  efficient  extraction method, while washing with  urea/K‐EDTA 
shows a substantial amount of proteins in the supernatant, also with a different pattern 
compared  to  the membrane  fraction. The pattern of  the membrane  fraction  is altered 
significantly after subsequent washing with cholate compared both to the startmaterial 
and  the  urea/EDTA  extracted  sample.  Small  scale MALDI‐MS/MSMS  analysis  of  these 
fractions  show  that upon  first  identification of  the  start  fraction 23% of  the  identified 
proteins  are  ribosomal  proteins, which  remains  equal  at  around  25%  for  the  urea/K‐
EDTA fraction (but more proteins are identified in total) and goes down to 4% after the 
subsequent washing with  cholate,  showing  the  strong  effect  of  these  extractions  on 
soluble proteins. The  specificity  to  remove  the  soluble proteins only was  shown using 
membrane vesicles containing the over produced membrane protein Opp, which could 
be  detected  using  protein‐specific  antibodies  (Fig.  3B).  These  results  show  that 
membrane domains of  the proteins  are  retained during  the extraction  steps. Relative 
quantification of the membrane extraction effects were analysed using  iTRAQ  labeling. 
Start material was compared to start material dissolved in a different buffer (start*), the 
urea/EDTA extraction and  to  the cholate extraction  subsequently after  the urea/EDTA 
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Figure  3.  Small  scale  analyses  of  the  extraction  of  membrane  vesicles.  A)  SDS‐PAGE  analysis  of  the 
extraction of membrane vesicles. Samples were compared after extraction with buffer, after urea/K‐EDTA 
extraction  and  urea/K‐EDTA  plus  subsequent  cholate  extraction.  The  pellet  fraction  (p)  contains  the 
membrane vesicles and the supernatant (s) contains the proteins that were extracted from the membrane 
vesicles. B)  Immunoblot analysis of the extraction with membrane vesicles containing the overproduced 
membrane  protein Opp. Detection was  done  against  the  ATPase  (OppD),  the  transmembrane  domain 
(OppC)  and  the  lipid  anchored  substrate  binding  domain  (OppA).    C) Quantified  proteins  using  iTRAQ 
labeling were  sorted  by  iTRAQ  ratio  (ratio  of  extracted  sample  over  start material,  sorted  from  high 





proteins  (green  colored  proteins), which  can  be  seen  by  the  random  distribution  of 
soluble proteins and membrane proteins in Fig. 3C.  
Both extraction methods show a significant clustering of most of the membrane 
proteins  in  the  top  of  the  list,  indicating  enrichment  of  the  membrane  proteins 
compared  to  the  startmaterial.  The  results  are  even  better  if  you  keep  in mind,  that 
proteins  listed as soluble proteins, can still be attached  to  the membrane via covalent 
binding to membrane proteins or via lipid anchoring and are part of membrane protein 
complex  (for  example  the  substrate  binding  domain  of  many  transporters  in  the 
membrane), which is not taken into account in this list.  
The  results  show  a  clear  improvement  in  the  identification  of  the membrane 
proteins on  small  scale experiments  and  in  the  full proteome  study presented  in  this 
paper  37%  of  the  identified  proteins  contained  at  least  one  transmembrane  helix. 
Similar  full  proteome  analyses  done  for  the membrane  proteome  of  the  human ABC 
transporter  CFTR,  using  the  membrane  vesicles  directly  without  applying  any  extra 
membrane  extraction  steps  contained  on  average  22%  of  proteins with  at  least  one 
transmembrane  helix  [36].  Since  all  other  conditions  (iTRAQ  labeling,  2D 




The  physiological  response  of  L.  lactis  to  recombinant  protein  overproduction  was 
determined by  analyzing  the  changes  in  the  transcriptome  and  the proteome  and by 
comparing these datasets (Table SI). A global quantification of the statistically significant 
observations  is presented  in Table 1. More changes were observed at  the  level of  the 
transcriptome  than  at  the  proteomic  level.  At  the  transcriptome  level, most  changes 
were seen upon overproduction of OpuA(H223A), whereas overproduction of the three 
other proteins yielded about the same number of differentially expressed genes (Table 
1).  At  the  proteome  level,  more  changes  were  observed  upon  overproduction  of 
OpuA(H223A) and StSUT1 than for PS1∆9 and AmyQ (Table 1). The correlation between 
the transcriptome and proteome datasets are represented as Venn diagrams in Fig. 4C, 
showing  that  for  about  ~50%  of  the  identified  differentially  expressed  proteins  the 
corresponding genes in the transcriptome were identified to be differentially regulated. 





each  other  than  to  the  AmyQ  overproducer, with  the  latter  being most  close  to  the 
strain  producing  OpuA(H223A).  The  clustering  of  strains  overproducing  the  three 
94 
 




Figure 4. Principal component analysis  (PCA) of transcriptome  (A) and proteome data obtained  from 2D 
gel  spot maps  (B) of  cells producing OpuA  (H223A)  (full  triangles)  and  compared with  the  opuAmRNA 
control (open diamonds). The 2D gels were analyzed and spot volumes were extracted using Decyder 6.5 
(GE Healthcare, Uppsala, Sweden). Transcriptome PCA (full squares) was obtained from the ratio data of 










Comparison  Micro‐arrays 2D DIGE iTRAQ 
Up Down Up Down Up  Down
pNZopuA(mRNA)  versus pNZOpuA(H223A)  460 510 12 9 9  142 
pNZ8048 versus pNZPS1Δ9  182 187 9 21 35  52 
pNZ8048 versus pNZStSUT1  193 174 7 13 113  63 
pNZ8048 versus pNZAmyQ  144 273 5 5 27  25 
L. lactis NZ9000, carrying the indicated plasmids, were grown as described under experimental procedures 
and numbers of differentially expressed genes and proteins were determined. 
Taking  the data as a whole,  it  is  clear  that  (over)production of  the membrane 
proteins OpuA(H223A),  PS1∆9,  StSUT1  elicited  a  bigger  response  in  L.  lactis  than  did 
AmyQ  production  (Table  1).  The  stress  response  was  most  pronounced  for  cells 








The  proteome  and  transcriptome  data  show  that  recombinant  membrane  protein 
production  in  L.  lactis  evoked  a  so‐called  general  stress  response,  including  the  up‐
regulation of hrcA‐grpE‐dnaK, dnaJ, groES‐groEL, clpP, clpB, clpE and clpC (Fig. 5A). This 
response is a clear indication that the pool of mis‐folded proteins is increased. Possibly, 
some  of  the  produced  protein molecules might  not  have  correctly  assembled  in  the 
membrane, e.g. due to an overload of the membrane targeting and/or the translocation 
machinery.  The  identification  of  OpuAA,  the  nucleotide‐binding  subunit  of  the  ABC 
transporter OpuA,  in  the  soluble  proteome  confirms  that  a  significant  fraction  of  the 
protein  does  not  become  membrane‐associated  upon  overproduction  (Table  SI). 


















Figure 5. Quantification of mRNA and protein differences  from  the general stress  (panel A) and carbon and 
energy  metabolism  (panel  B)  in  cells  producing  recombinant  proteins.  The  depicted  values  are  log2‐
transformed linear ratios of the average data obtained from biological triplicates. "T" stands for transcriptome 
data and  "P"  for membrane proteome  (iTRAQ) data, except when a yellow bordered  square  is depicted,  in 




pyrimidines)  via  the  de  novo  and  salvage  pathways  was  observed  in  all  samples. 
Furthermore, genes encoding proteins involved in nucleotide degradation (cdd and udp) 
and synthesis of deoxy‐ribonucleotides (nrdI, E, F and llmg_0281) were down‐regulated, 
but  most  of  these  changes  were  not  observed  at  the  protein  level  (Fig.  6A).  The 
responses  of  nucleotide metabolism  to  a  variety  of  environmental  stresses  has  been 







The  levels  of  transcripts  encoding  for  enzymes  involved  in  amino  acid  biosynthesis, 
except  for methionine  (MetC) and cysteine  (CysD/K), were  increased, but  these effect 
were not seen at the proteome level. Up‐regulation of these transcripts was highest for 
the OpuA(H223A)‐producing cells  (Fig. 6B). The probable  reduction of  the cytoplasmic 
concentration of free amino acids, due to the significant overproduction of OpuA, might 
result  in  the upregulation of  these genes.  In addition,  the  transcripts  for  the cytosolic 
peptidases (pepO, N, C and F) were also increased upon recombinant protein expression. 
The  pepN  gene  is  disrupted  in  L.  lactis  NZ9000  by  the  integration  of  nisRK,  but  its 
regulation  remains  preserved.  Induction  of  pepN  can  still  be measured  as  the  array 
probe does not overlap with the  integrated  fragment containing nisRK. The expression 
of all these genes is controlled by a global nitrogen metabolism regulator, CodY, whose 
repressing  effect  is  relieved  when  the  intracellular  concentration  of  branched‐chain 
amino  acids  becomes  limiting  [40].  Thus,  the  differential  regulation  of  the  peptidase 
genes  is consistent with a  limitation  in  (branched‐chain) amino acids  in OpuA(H223A)‐
producing cells  (see also  [41]). Notably, the genes  for the di‐peptide and oligo‐peptide 
transporters (dpp, dtpT and opp) genes, which are also regulated by CodY, were down‐







transcriptome  and  the  proteome  (Fig.  7).  Translation  and  the  tRNA  synthetase 
proteins/genes show more mixed effects, which were not specific for any of the samples 
(Fig. 7).  Interestingly, almost all of the differentially‐regulated ribosomal proteins were 
observed  in  the membrane proteome  (despite  the urea/EDTA and  cholate  treatment) 
but not  in  the soluble proteome, which could mean  that  ribosomal proteins are more 









nitrogen metabolism  (panel  B)  in  cells  producing  recombinant  proteins.  The  depicted  values  are  log2‐
transformed  linear  ratios  of  the  average  data  obtained  from  biological  triplicates.  "T"  stands  for 
transcriptome data and "P" for membrane proteome (iTRAQ) data, except when a yellow bordered square 
is  depicted,  in  which  case  data  was  obtained  by  2D  DIGE.  Only  statistically  significant  p‐values  are 






Figure 7. Quantification of mRNA and protein differences  from  the protein  synthesis  in  cells producing 
recombinant proteins. The depicted values are log2‐transformed linear ratios of the average data obtained 










The  biosynthesis  of  the  peptidoglycan  layer  and  of  lipoteichoic  acids  showed  similar 
responses (upregulation of many of the proteins and transcript  levels),  independent of 
the overproduced protein. A  few protein‐specific  trends were observed.  For  instance, 
four of the penicillin‐binding proteins (Pbp1A/2A/2B/X) were up‐regulated specifically in 
the  proteome  of  cells  producing  StSUT1.  Together  with  the  up‐regulation  of  genes 
involved  in  the biosynthesis of  lipoteichoic acids and  the D‐alanylation of  these acids, 
these  data  indicate  an  alteration  of  the mechanical  properties  of  the  cell wall. With 
respect  to  lipid synthesis,  the  transcriptomic and proteomic changes point  towards an 
increase in the concentration of phosphatidylglycerol and a decrease in cardiolipin upon 
overexpression of OpuA(H223A), PS1Δ9 and StSUT1 (Fig. 8A). An  increase  in cardiolipin 
at  the  expense  of  phosphatidylglycerol  is  often  linked  to  stress‐conditions  and/or  a 
reduced growth [42]. Down‐regulation of the fatty acid synthesis genes (the acc and fab 







constitute  a  cell  envelope  stress  response  [43,44]  (Fig.  8B).  Some  of  these  proteins, 
notably FtsH and OxaA2, are known to play crucial roles in membrane protein biogenesis 
[45]. Their upregulation may increase the capacity to remove misfolded protein (FtsH, a 
membrane‐bound  cell  division  protease), while  allowing  a more  efficient  insertion  or 
folding  of  proteins  into  the  membrane  (OxaA2).  An  increased  capacity  of  protein 
translocation  is  furthermore  suggested by  the upregulation of  Ffh  and  SecG  (Fig. 8B), 
albeit that the SecY component of the translocon was not affected in its expression. The 
differential expression of all of these genes was seen with all 4 overproduced proteins, 
















different membrane proteins and only a  subgroup  showed  consistent effects within a 
category (Fig. 9). The vitamin transporters  (CbiO3/O2/Q2, PanT, NiaX, QueT) showed a 
general down‐regulation upon overexpression of  the membrane proteins. The  copper 
ATPases  (CopAB) and  the multidrug  transporters  (all ABC  type  transporters and about 
half of the major facilitator superfamily) were up‐regulated in the strains overproducing 
OpuA(H223A), PS1Δ9 and StSUT1 but not AmyQ, which might  reflect a growth‐related 
effect. Three  transporters  showed  a  specific effect  in  the proteome  analysis:  the  iron 

















in  a  functional  state.  Producing membrane  proteins  requires  coordination  of  several 




we  report  on  the  physiological  response  of  L.  lactis  NZ9000  to  apparent  stress(es) 
evoked by the synthesis of a number of integral membrane proteins and of the secretory 
protein AmyQ. We show  that, although OpuA  is expressed  to much higher  levels  than 
PS1Δ9 and StSUT1, the response of the cells to the stress of producing these proteins is 
very similar, which was not anticipated. As the amount of PS1∆9 and StSUT1 synthesized 
is  very  low,  it  is  unlikely  that  the  growth  inhibition  is  due  to  diversion  of  nutrients 
towards  the  synthesis  of  recombinant  protein. What,  then,  causes  the  inhibition  of 




by  the synthesis of ppGpp via  the  ribosome‐associated RelA protein  in  the absence of 
charged  tRNA’s.  The  accumulation  of  ppGpp  acts  as  an  alarmone,  repressing  the 
transcription of various genes essential  for cell growth. This phenomenon  is called  the 
stringent  stress  response  [46,47].  The  stringent  stress  response  in  L.  lactis  has  been 
identified in for instance acid stressed [48,49] and might play a role here. 
The  production  of  recombinant  membrane  protein  was  accompanied  by  a 
general stress response, as the heat shock proteins DnaK, GroeEL, DnaJ and GrpE were 
highly upregulated. The expression of  these  genes  is  controlled by HrcA, a  regulatory 
protein that binds to the CIRCE sequence present in the upstream region of these genes 
[50,51].  In  addition,  the  protease  ClpE  and  the  chaperones  ClpB,  E  and  X,  whose 
expression is regulated by CtsR [52], were also upregulated. The response was observed 
for  a  broad  range  of  stresses  such  as  acid,  heat  and  osmotic  challenges  [53,54].  The 
response  is triggered by the accumulation of misfolded protein, suggesting that not all 
OpuA(H223A), PS1Δ9 and StSUT1  is correctly folded. Alternatively,  it might be that the 
stress  results  from  an  increased  population  of  generic  unfolded  proteins,  due  to 
depletion  of  the  folding  machinery  by  the  overproduced  recombinant  proteins. 
Interestingly  none  of  the  proteins  concerned  with  general  stress  were  differentially 
regulated in case of AmyQ overexpression, even though only part of the produced AmyQ 
was secreted and, thus, presumably correctly processed. 
The  most  important  finding  of  our  work  is  the  CesSR‐mediated  response, 
resulting in the differential regulation of a wide variety of genes, many of which have a 
(putative)  central  role  in maintaining  cell envelope  integrity  and  its normal  functions, 
such as LmrA (a multidrug resistance ABC transporter), RmaB (a transcriptional regulator 
of the MarR family), SpxB, OxaA2 (membrane insertase/foldase) or FtsH (AAA‐type ATP‐
dependent  membrane‐bound  metalloprotease)  (Fig.  8B).  CesSR  is  a  two‐component 
regulatory system (TCS) that orchestrates a cell envelope stress response [55]. Although 
it  is  not  known  what  is  actually  sensed  by  CesS,  the  histidine‐kinase  and  sensor 
component of the system, the system responds to the presence of bacteriocins [56] and 
lysozyme  [57]. We  show  here  that  CesSR  senses  an  envelope  stress  evoked  by  the 
overproduction  of  a  variety  of membrane  proteins,  and  of  a  secretory  protein.  This 
occurs  presumably  via  the  association  of  misfolded  hydrophobic  protein  with  the 
cytoplasmic membrane.  In  fact, by using GFP as a quality control  indicator of correctly 
folded protein, we have observed that misfolded membrane proteins in L. lactis do not 
end up in electron‐dense inclusion bodies (as frequently observed in E. coli) but, rather, 
are associated with the membrane  lipid  fraction of the cell  [58]. An  important role  for 
FtsH  seems  obvious  under  those  circumstances. Most  genes  from  the  CesSR  regulon 
code  putative membrane  proteins  or  proteins  acting  on  the  cytoplasmic membrane, 











Figure  10.  Schematic  representation  of  the  major  consequences  of  expressing  recombinant  (membrane) 
proteins in L. lactis.  
Intriguingly, we  note  that  irrespective  of  the  expression  levels  and/or  activity  of  the 
overproduced protein the stress response was similar  in all cases. The observations on 
the general and cell envelope stress are also in agreement with a recent study in which 
the  human ABC  chloride  channel  CFTR was  expressed  in  L.  lactis  [59].  In  preliminary 
experiments  in which we monitored  the  effect  of  overexpression OpuAC,  the  soluble 
substrate‐binding  domain  of OpuA,  as  a  cytoplasmic  protein, we  did not  observe  the 
general  and  cell  envelope  stress  response,  that  is,  neither  at  the  level  of  the 
transcriptome nor proteome. This  indicates that there  is a specific response  in L.  lactis 
towards membrane protein production, of which the CesSR‐mediated one seems most 
relevant  for producing well  folded protein  (see accompanying paper).  In contrast  to E. 
coli, overproduction of membrane/secretory proteins in L. lactis  does not elicit a major 
change  in  the  expression  of  the  Sec  protein  translocation machinery On  the  basis  of 




and  nucleotide  metabolism  are  due  to  the  decreased  growth  rate.  Under  these 
conditions, the cell may divert nutrients towards the synthesis of recombinant proteins 
and/or have too limited a capacity to import amino acids in case of nitrogen metabolism. 
Finally,  it  is evident that upon membrane protein production the cell  is sensing various 





Lactococcus  lactis  NZ9000  [60]  derivatives were  grown  at  30°C  in M17  broth  (Difco, 












L. lactis Opu401  L. lactis NZ9000ΔopuAABC [64] 
Plasmids 
pNZ8048  Cmr;  Expression  vector  with  nisin  A‐inducible 
promoter PnisA 
[65] 
pNZOpuA‐His  pNZ8048 containing opuAA and opuABC [66] 
pNZOpuA(H223A)‐His pNZOpuA  derivative;  specifying  OpuA  with  the 
His at position 223 replaced by Ala 
This work 
pNZopuA(mRNA)‐His pNZOpuA  derivative  carrying  opuA with  ATG 
codons at positions 1, 1224 and 1344 replaced by 





pNZ8902‐AmyQ‐His  pNZ8902  carrying  the  gene  for  α‐amylase  from 






transcript, were  constructed by  site‐directed mutagenesis on pNZOpuA  [67].  Ligation‐
Independent Cloning of PS1Δ9 and StSUT1 in pREcLIC and the subsequent conversion of 




with  SacI and XbaI and  subsequent  ligation of  the amyQ‐H6  containing  fragment  into 

































to  grow  for  the  required  amount  of  time  and  harvested  by  centrifugation.  Sample 
volumes were normalized on the basis of OD so that an equivalent amount of whole‐cell 
protein was  taken  for  all  samples.  Cells were washed  once with  100 mM  potassium 
phosphate (KPi), pH 7.0, and resuspended  in 1 ml of  ice‐cold 100 mM KPi, pH 7.0, 10% 
glycerol  (w/v),  1 mM MgSO4,  1 mM  PMSF  and  trace  amounts  of  DNAse  I.  After  the 
addition of 300 mg of glass beads (~100 μm diameter), cells were lysed by three rounds 
of bead beating in a Fastprep machine for 20 seconds (speed 6.0) with cooling intervals 
of  5  min  on  ice  in  between.  Unbroken  cells  and  cell  debris  were  removed  by 
centrifugation  at  16,100  x  g  for  30 min  and membrane  fragments were  collected  by 
centrifugation at 267,000 x g for 20 min. Protein samples were resolved on 12.5% SDS‐




was done using  the Western‐light kit with CSPD  (Tropix  Inc, Bedford, MA, USA) as  the 
substrate  and  imaging with  the  LAS‐3000  imaging  system  (Fujifilm, Minatoku,  Tokyo, 
Japan).  
Reverse Transcriptase – Quantitative PCR  
An  equivalent  of  10  OD600  units  (OD600*V  (ml))  of  L.  lactis  cells  were  harvested  by 
centrifugation  and  cell pellets were  kept  at  ‐80ºC until  further processing. Cells were 
washed with DEPC treated T10E1 buffer and resuspended in 500 µl T10E1 (10 mM Tris‐HCl 
pH  8.0,  1  mM  Na2‐EDTA)  and  transferred  to  2  ml  screw‐cap  tubes.    To  this  cell 
suspension, 50 μl 10% SDS (w/v), 500 μl phenol/chloroform, 500 mg glass beads (50‐105 
μm of diameter) and 175  μl macaloid  suspension  (Bentone MA, Hightstown, NJ) were 
added. All reagents used for RNA work were treated with diethylpyrocarbonate, (DEPC) 
Sigma‐Aldrich,  St.  Louis, MO).  The macaloid  suspension was  prepared  as  follows:  2  g 
Macaloid was added to 100 ml T10E1, boiled for 5 min, then cooled to room temperature 
and sonicated for short periods of time until a gel was formed; the gel was spun down in 
a microcentrifuge  and  resuspended  in  50 ml  T10E1  (pH  8.0).  Cells were  disrupted  by 
bead‐beating twice for 45 sec  in a Mini‐BeadBeater (Biospec Products, Bartlesville, OK) 
with a 1‐min cooling  interval on  ice. The cell  lysate was cleared by centrifugation and 
500 μl supernatant was extracted with 500 μl phenol/chloroform, and subsequently with 
500  μl  chloroform. Total RNA was  isolated  from  the water phase using  the High Pure 
RNA  Isolation  Kit  (Roche Molecular  Biochemicals, Mannheim, Germany),  according  to 
the manufacturer’s protocol. RNA quality was verified with an Agilent Bioanalyzer 2100 
using  RNA  6000  LabChips  (Agilent  Technologies  Netherlands  BV,  Amstelveen,  the 
Netherlands)  and  RNA  concentration  was  determined  spectrophotometrically  with  a 
Nanodrop ND1000  (NanoDrop  Technologies, Wilmington, DE).  Copy DNA  (cDNA) was 
synthesized using Superscript III Reverse Transcriptase (Invitrogen, Carlsbad, CA) and the 
quantification  was  done  with  Maxima  SYBR  Green  qPCR  Master  Mix  (Fermentas, 
Burlington, Canada), according to the suppliers instructurions and using an optical iCyler 
(BioRad, Hercules, California, USA). The forward and reverse primers used for the qPCR 
were  spaced  100  bp  apart,  around  the  5’  regions  of  the  transcripts  (Table  3).  All 















nitrocellulose  filters.  The  filters  were  washed  twice  with  2  ml  of  stop  buffer  and 
subsequently transferred into vials containing 2 ml of scintillation fluid. The radio activity 






dilutions were prepared,  ranging  from 10‐2  to 10‐6  fold,  to obtain an overnight culture 
growing exponentially (i.e., OD600 = 0.2‐0.4). This culture was  used to inoculate 2.5 L of 
fresh GM17‐Cm5 medium (1/100 dilution). The culture was stirred at 200 rpm and the 
pH was maintained  at 6.8 by  automatic  addition of 4 M KOH. Cells were  grown until 
OD600 ≈ 0.5 and then induced by the addition of 10 µg/L of nisin A.  
For mRNA  isolation,  an equivalent of 10 OD600 units  (OD600*V  (ml)) of  L.  lactis 
cells  was  harvested  at  the  various  time  points.  Cells  were  quenched  in  ‐40ºC  cold 
methanol  (the  relative  final volume of  the sample being 60%)  to  inhibit  further mRNA 
synthesis and degradation. After all samples had been obtained and kept at ‐40ºC, cells 
were centrifuged  for 3 min at 12,000 x g and a  temperature of 4ºC. The pellets were 
resuspended  in  ice‐cold 500 μl T10E1, transferred to 2 ml screw‐cap tubes,  immediately 
frozen in liquid nitrogen and kept at ‐80°C until further processing.  
For  proteome  analysis,  one  liter  of  culture  sample  was  rapidly  withdrawn, 






IEC, Waltham, MA, USA)  at  12,500  psi. Whole  cells  and  cell  debris were  removed  by 
centrifugation  at  7,650  x  g  for  15 min  and membrane  fragments were  collected  by 
subsequent  centrifugation  at 267,000  x g  for 30 min.  The  supernatant  containing  the 
soluble proteome was aliquoted to 500 µl, frozen in liquid nitrogen and stored at ‐80°C. 
The pellet  fraction  containing  the membrane proteome was  resuspended  in  100 mM 
KPi, pH 7.0, plus 20% glycerol (w/v) and aliquoted to 500 µl, frozen in liquid nitrogen and 







The  soluble  proteome  analysis  was  analyzed  by  two‐dimensional  differential  in  gel 
electrophoresis  (2D DIGE) as described before  [73]. For  identification, protein spots of 
interest (average intensity ratio greater than 1.5 and a t‐value <0.01) were picked into a 














desalted  on  a  pre‐column  (C18  PepMap  100,  5  µm,  100Å,  300  µm  I.D.×5  mm,  LC 
Packings)  and  separated on  a  capillary  reverse‐phase  column  (Reverse phase  column: 
C18  PepMap  100,  3  µm,  100  Å,  I.D.  75  µm  ×150 mm,  LC  Packings)  connected  to  a 
Proxeon  Easy‐LC  system. Peptides were eluted by  applying  a  gradient  solvent of  5  to 
50% (Solvent system: A, 0.1% formic acid (v/v); solvent B, 100% acetonitrile/0.1% formic 
acid (v/v)) during 30 min and directly analyzed in the LTQ‐XL. MS spectra were collected 
in a range  from 400 to 1700 m/z, and the  five most abundant  ions were submitted to 
fragmentation (35% normalized collision energy). The peptide mass profiling data were 
submitted  to  Mascot  (Matrix  Science)  and  searched  against  the  L.  lactis  MG1363 
database [74]. The database was created by combining forward and reversed entries of 
the L.lactis MG1363 database (release version 31.08.07) plus extra sequences of porcine 
trypsin  (P00761), human  keratins  (P35908, P35527, P13645, NP_006112),  the plasmid 
related proteins repA, repC and chlorampenicol transferase (Q48138, Q48693, P00485), 
and  the  overproduced  proteins OpuA  from  L.lactis  IL1403  (Q9KIF7  (OpuAA)/Q7DAU8 
(OpuABC)), AmyQ from B. amyloliquefaciens (P00692), StSut1 from Solanum tuberosum 
(Q43653)  and  the  human  PS1Δ9  (P49768),  yielding  a  database with  a  total  of  4905 
entries.  Peptide  tolerance  was  set  to  10  ppm  and  0.8  Da  for  intact  peptides  and 
fragment  ions,  respectively,  and  allowing  for  1 missed  trypsin  cleavage. Oxidation  of 
methionine  residues  and  deamidation  of  asparagine  and  glutamine were  specified  as 
variable  modifications.  The  MS/MS  based  peptide  and  protein  identifications  were 
further  validated  with  the  program  Scaffold  (version  Scaffold_2_04_00,  Proteome 
Software  Inc., Portland, OR). Protein  identifications established  at  greater  than 99.0% 
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probability,  based  on  at  least  2  peptides  identified  independently  by  MS/MS  with 
probability higher than 95%, were accepted.  
Membrane protein extraction  
To  remove  the majority  of  soluble  protein  contaminants  from  the membranes,  the 
membrane  vesicles  were  centrifuged  at  272,000  x  g  for  20  min  at  4°C,  and  the 
membranes were resuspended in 50 mM KPi pH 7.0 (=buffer A) to a final concentration 
of  10 mg/ml  (based  on  protein  concentration  determination  using  Bradford  reagent, 
with bovine  serum albumin as  calibration  standard)  in a  volume of 200‐500 µl  (initial 
volume) and kept on  ice. An equal volume of buffer A  supplemented with 10 M urea 
plus  10  mM  K‐EDTA  was  added  slowly,  while  being  stirred  and  the  solution  was 
incubated  on  ice  for  20  min.  The  ‘stripped’  membrane  vesicles  were  collected  by 
centrifugation at 272,000 x g for 1 h at 4°C and resuspended  in the  initial volume with 
buffer A. An  equal  volume of buffer A  supplemented with  12%  cholic  acid  (w/v) was 






membrane vesicles was  freeze‐dried and  resuspended  in 20 µl dissolution buffer  (500 
mM triethyl ammonium‐bicarbonate pH 8.5) plus 0.1% SDS (w/v). Reduction of disulfide 
bonds  with  tris‐(2‐carboxyethyl)phosphine  (TCEP),  cysteine  blocking  with  methyl 
methanethiosulfonate  (MMTS  dissolved  in  isopropanol),  digestion  with  trypsin 
(Promega) and  iTRAQ  labeling were done as described by  the manufacturers protocol 
(Applied Biosystems) with minor changes: trypsin digested samples were centrifuged at 
16,100  x  g  for  10 min  at  room  temperature,  and  the  supernatant was  collected  and 
stored  for  iTRAQ  labeling. The pellet was  resuspended  in 10 µl dissolution buffer plus 
0.1% SDS (w/v) and digested with trypsin (as described above) for 4 h at 37 °C to achieve 
maximal cleavage of all proteins. The solution was centrifuged at 16,100 x g for 10 min 
at  room  temperature,  and  the  supernatant  fractions  of  both  trypsin  digestions were 
combined and dried under vacuum to a volume of approximately 20 µl. The iTRAQ labels 
were resuspended in 200 µl isopropanol (8‐plex) or ethanol (4‐plex) instead of the 50 µl 
isopropanol  (8‐plex) or 70 µl ethanol  (4‐plex)  as described  in  the  labeling protocol  to 
ensure a high percentage of organic solvent during  labeling. The  iTRAQ  labels of the 8‐
plex were splitted over two different samples  (thus, 100 µL was used per reaction). 4‐
plex  iTRAQ  labels  were  used  for  the  analysis  of  the  membrane  proteome  of 
OpuA(H223A) (label 115 & 117) and the opuA(mRNA) controls (label 114 & 116), using 









the  combined  iTRAQ  labeled peptides was dried under vacuum  to  reduce  the volume 
and  then  resuspended  to  a  total  volume  of  600  µl  in  10  mM  triethyl  ammonium 
phosphate (TEAP) pH 2.7, plus 25% acetonitrile (v/v) (=buffer S1). The pH of the sample 
was  set  to pH  2.7 with  1 M phosphoric  acid prior  to  loading of  500 µL of  the  iTRAQ 
labeled peptide mixture on  the  strong  cation exchange  column  [PolyLC  Inc. Columbia 
USA, column volume (CV) =0.7 ml], mounted on an ÅKTA purification system (Amersham 
Biosciences).  The gradient over  the  column was  set up using buffer S1 and buffer S1 
plus 500 mM KCl (=buffer S2). The column was prewashed with 5 CV buffer S1, prior to 
injection of the sample to the column. The column was washed with 10 CV buffer S1 and 





µl 0.1%  trifluoric acid  (v/v). Fractions at  the end of  the gradient were pooled, yielding 
around  60  different  fractions  for  separation  over  a  reverse‐phase  nano‐liquid 
chromatography  (RP‐nLC)  column. For  the  separation of peptides on RP‐nLC, peptides 





300 nl/min. Column equilibration and  sample  loading was done  in 4% buffer RP2,  the 
gradient was run from 4‐40% buffer RP2 over 50 min, 40‐60% buffer RP2 in 10 min and 
from 60‐100% buffer RP2 in 5 min. Collection of the eluted peptides was started after 15 
min  by mixing  1:4 with  2.4 mg/ml  α‐cyano‐4‐hydroxy‐cinnamic  acid matrix  (LaserBio 
Labs). Fractions of 12 seconds were spotted on MALDI targets  (260 spots per nLC run) 
using  a  Probot  system  (LC  Packings,  Amsterdam,  The  Netherlands).  Peptides  were 
analyzed with a 4800 plus MALDI‐TOF/TOF Analyzer (Applied Biosystems, Foster City, CA 
– USA). The MALDI‐TOF/TOF was operated in reflectron positive‐ionization mode in the 









the  top  10  peaks  (S/N  50)  in  the  range  of m/z  2000‐4000.  The MS/MS  spectra were 
acquired  using  2  kV  acceleration  voltage  and  air  as  collision  gas  at  1x10‐6  torr.  A 




MS/MS peak  lists were extracted using ProteinPilot  (version 2.0.1)  and proteins were 
identified with Mascot analysis (in ProteinPilot version 2.0.1), using a database created 
as  described  in  the  previous  section  for  protein  identifications  from  2D  gel  plugs. 
Scaffold  software  (version:  Scaffold_2_04_00)  was  used  to  validate  MS/MS‐based 
peptide and protein identifications, using the following settings: fragment tolerance 0.4 
Da  (monoisotopic), parent  tolerance 200 ppm  (monoisotopic),  fixed modifications +46 
for  Cys  (MMTS),  +144  for  4‐plex  iTRAQ  and  +304  for  8‐plex  iTRAQ  for  Lys  and  N‐




with  maximal  2  cleavages  allowed.  Peptide  identifications  were  accepted  with  a 
probability above 95% (as specified by the Peptide Prophet algorithm [75]) and proteins 
were  accepted when  the  probability  score was  higher  than  99%  (as  specified  by  the 
Protein  Prophet  algorithm  [76])  and  at  least  two  unique  peptides  were  identified. 
Proteins containing similar peptides that could not be differentiated by MS/MS analysis 




[Applied  Biosystems,  4‐plex  (mass  +144 Da)  or  8‐plex  (mass  +304 Da)]  at  the  amino‐
group on the N‐terminus and at the lysine side chains of the peptides. The reporter ions 
were fragmented  in the MS/MSMS mode (4‐plex m/z range 114‐117, 8‐plex m/z range 
113‐119  and  121)  and  the  peak  areas  of  these  reporter  ions  were  exported  to 
ProteinPilot  (version 2.0.1)  for  relative quantification. The software applies automated 
settings specific for measurements with the MALDI 4800 to define the mass tolerances 
and  to  correct  for  isotopic  impurities  of  the  iTRAQ  labels.  Peptides  that  matched 
multiple proteins were excluded  from  the quantification. A global bias  correction was 
done  for each  label, which was calculated on  the assumption  that  the sum of all peak 
areas per  label  should be 1/4  (4‐plex) or 1/8  (8‐plex) of  the  total. All measured peak 
areas were then corrected with this bias correction factor, weight averaged and relative 
protein  ratios  were  calculated  using  the  Paragon  algorithm  [77],  together  with  a 
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probability of  the  ratios  (p‐values  ranging  from 0  to 1). Differences  in  relative protein 
ratios were considered to be significant if both ratios of the biological replicates had a p‐
value  below  0.01  and  a  log2‐ratio  of  at  least  +/‐  0.3  and  a  similar  effect  (up/down‐





synthesis.  Indirect Cy‐3/Cy‐5  labelling of  cDNA was performed  according  to  supplier’s 
instructions (Amersham Biosciences, Piscataway, NJ). Hybridisation of Cy‐labelled cDNA  
was performed during 16 h at 45°C in a microarray hybridisation incubator ISO20 (Grant 
Boekel,  Cambridgeshire,  UK)  in  Ambion  Slidehyb  #1  hybridisation  buffer  (Ambion 
Biosystems,  Foster City, CA).  SuperAmine  glass  slides  (ArrayIt,  Sunnyvale, CA)  spotted 
with duplicates of around 2500 ORF amplicons of L. lactis subsp. cremoris MG1363 [78] 
were used. Slides were scanned using a GenePix Autoloader 4200AL scanner (Molecular 
Devices  Corporation,  Sunnyvale,  CA).  DNA microarray  data  from  biological  replicates 
were obtained through dye‐swaps, to discard possible differences between the Cy‐3 and 
Cy‐5  labeling  reactions.  Slide  images  were  analyzed  using  ArrayPro  4.5  (Media 
Cybernetics, Silver Spring, MD) and the data processed and normalized using MicroPrep 
[79,80]. The expression  ratios were calculated  from measurements of at  least 4 spots. 




For  analysis,  proteins  were  grouped  in  functional  categories  using  either  the  COG 
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(p‐BABA‐ATP)  and  p‐biotinyl‐amidomethyl  benzoic  acid‐ATP  (p‐BAMBA‐ATP)  were 
designed and synthesized. The two analogues were designed to fit  in the space around 






be  to  introduce  an  azido‐group  on  the  adenine  ring.  The  azido‐group  (described  in 
Chapter 2) can be used to cross‐link the ATP analog covalently to the nucleotide‐binding 




membrane protein  that  is well overproduced  in L.lactis, has been characterized  for  its 
function and regulation [1‐4].  Chapter 4 presents a detailed biochemical analysis of the 
substrate‐binding  domain  (termed  OpuAC).  We  also  obtained  crystal  structures  of 
OpuAC (Chapter 4), but crystallization of the whole protein complex has so far not been 
successful  (still ongoing work within our group). Two Master students  (Hugo van Beek 
and  Faizah  Fulyani),  whom  I  supervised  during my  PhD,  have  optimized  purification 
protocols  and  tried  to  achieve  crystals of  the  full protein  complex. Also,  a mutant  of 
OpuA,  i.e. OpuAE189Q, was constructed, which  is predicted  to  lock  the protein  in  the 
transition  state. A  similar mutant  in  the maltose  transporter  stabilized  the protein  for 
crystallization  [5], but  so  far  it did not  yet  yield  crystals of OpuA.  In  another Masters 
project,  a  homolog  of  OpuA  from  Listeria  monocytogenes  (lmo_1421/1422)  was 
overexpressed in L.lactis. Crystallization trials have been set up for this protein, a project 
that  is  now  continued  by Dr. Andreja Vujicic‐Zagar  and  has  led  to  diffracting  crystals 
albeit at low resolution.  
Because  OpuA  is  a  complex  protein  with  two  subtrate‐binding  domains,  two 
nucleotide‐binding domains, two‐times‐two CBS domains  (hereafter referred to as CBS 




For  this  analysis,  fractions  of  purified  OpuA  were  negatively  stained,  using  uranyl‐
acetate,  and  subsequently  characterized  by  single‐particle  analysis.  Figure  1  shows 
preliminary EM images. The full‐length protein shows specific structural features (Figure 
1A),  with  the  largest  sphere  most  likely  being  the  membrane‐embedded  part 
surrounded  by  a  detergent  shell.  The  two  smaller  spheres  could  either  be  the 
nucleotide‐binding  domains  plus  associated  CBS  module  or  the  substrate‐binding 





only  one  small  sphere  (Figure  1B).    This  could  indicate  that  one  of  the  SBDs  is  now 
docking onto  the membrane domain, whereas  in  the absence of glycine betaine both 
SBDs are more distantly linked. The structural changes were specific for glycine betaine 
and  irrespective  of  whether  or  not MgATP  was  present,  indicating  that  the  smaller 
spheres are the substrate‐binding domains rather than the nucleotide‐binding domains. 
 
Figure  1.  Negatively‐stained  electron  microscopy  images  of  purified  OpuA  without  (panel  A),  in  the 
presence  of  glycine  betaine  (1 mM,  panel  B)  or MgATP  (3 mM,  panel  C).  In  case  of Mg‐ATP,  ortho‐
vanadate (Va) was also included at a final concentration of 3mM.  
Based on these results, a relatively  large change  in the hydrodynamic properties of the 
protein  is  expected  upon  binding  of  glycine  betaine.  The  (change  in  the)  shape was 
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investigated  further  by  ion mobility‐mass  spectrometry.    Detection  of  intact  protein 
complexes  was  first  measured  by  nanoflow  electrospray  mass  spectrometry.  This 
technique  combines  the  soft  ionization  of  the  electrospray, which  can  preserve  non‐
covalent interactions, with a nanoflow, which facilitates the desolvation process. For the 
detection of  the  full protein complex, purified protein was brought  into  the gas phase 
with  the  detergent  micelle  still  associated  with  the  protein.  Subsequent  gas  phase 
collisions were  tuned  to  activate  and  disrupt  the  detergent micelle  but  to  leave  the 
protein  complex  and  associated  ligands  intact.  In  this way,  one  can  obtain  accurate 
information  about  the  mass  of  the  protein  complex,  the  stoichiometry  and 
heterogeneity  of  the  complex,  the  stability  of  the  protein,  and  about  dynamic 













OpuAA  Monomer  45.8  45.7 0.1
Dimer  91.4‐91.5 91.4 0‐0.1
Tetramer 182.7  182.8 0.1
OpuABC  Monomer  68.5  63.4 5.1
Dimer  137.1  126.8 10.3
OpuA  Dimer  228.4  218.2 10.2
The analysis of the ATPase subunits (OpuAA) indicates that both monomeric and dimeric 
species are present. The mass of the transmembrane/substrate‐binding domain protein 
(OpuABC)  was  calculated  to  be  63.4  kDa,  which  is  5.1  kDa  lower  than  measured. 
Importantly, a difference of  two  times 5.1 kDa was observed  for dimeric OpuABC and 
the (dimeric) full size OpuA complex. We speculate that the additional mass originates 
from lipids tightly bound with the hydrophobic protein domains. Given an average mass 
of  700  Da,  approximately  7  lipid molecules  would  be  present  per  OpuABC  subunit. 





















similar  to  the measurements  shown  in  Figure  2.  The  drift  patterns  (ion mobility measurements)  are 







next  step will be  to perform  ion mobility mass  spectrometry  (IM‐MS).  In  ion mobility 
measurements, the (macro)molecular ions traverse neutral gas molecules under a weak 
electrical  field.  This  provides  information  about  the  shape  and  size  of  the 
macromolecules,  because  extended  ions  will  collide  more  frequently  with  the  gas 
molecules than compact structures [10].  On the basis of the electron microscopy images 
significant  changes  in  ion  mobility  (drift  times)  are  expected  upon  glycine  betaine 
binding to OpuA.  Initial measurements show that  it  is possible to obtain a good IM‐MS 
signal with purified OpuA (Figure 3), which is already an accomplishment for membrane 











buffers  [8]  was  replaced  by  20  mM  K‐MES  pH  7.  Ni‐Sepharose‐purified  OpuA  was 
chromatographed further on a Superdex 200 10/300 Gl column in 20 mM K‐MES pH 7.0, 
200 mM KCl plus 0.04 % DDM.  The  glycerol was omitted  from  the buffer, because  it 
interfered  with  the  electron  microscopy  analysis.    Fractions  containing  OpuA  were 
pooled and concentrated to 5‐10 µM, using a Vivaspin column with a cut‐off of 100 kDa.  
1 mM glycine betaine or 3 mM Mg‐ATP plus 3 mM ortho‐vanadate were added when 
appropriate.  For electron microscopy analysis,  the OpuA protein was diluted  in water 




The  “GRACE”  software  was  used  for  semi‐automated  specimen  selection  and  data 
acquisition. Approximately 25.000 single‐particle projections were selected per protein 
sample  and  single‐particle  analysis  was  done  with  the  Groningen  Image  Processing 
(GRIP)  software  package  on  a  personal  computer  cluster.  Selected  single‐particle 
projections  (96x96  pixel  frame)  were  aligned  by  multi‐reference  alignment  and 
reference‐free alignment procedures as described previously [13,14]. The particles were 
subjected  to  multivariate  statistical  analysis,  followed  by  hierarchical  ascendant 
127 
 
classification  [14]. The best projection  from each dataset was averaged and  summed, 
after several cycles of multi‐reference alignments, statistical analysis and classification. 
Mass spectrometry analysis  
For  the mass  spectrometry  analysis,  the  50 mM  KPi  pH  7  plus  200 mM  KCl  of  the 
purification  buffer  was  replaced  by  250  mM  ammonium  acetate  pH  7.5.  Fractions 
containing purified protein were concentrated on the Vivaspin column and subsequently 
diluted two times with 200 mM ammonium acetate pH 7.5 to reduce the concentration 
of detergent micelles, glycerol and  imidazole. Mass  spectrometry  (MS) measurements 
were carried out on a nanoflow Q‐ToF2 (Waters, Manchester, UK) instrument. Nanoflow 
electrospray  capillaries were prepared  as described previously  [15]. The  following MS 
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lichaam.  De  bacterie  die  in  dit  proefschrift  gebruikt  is  heet  Lactococcus  lactis,  een 
bacterie  die  leeft  op  planten.  Deze  bacterie wordt  in  de  industrie  gebruikt  voor  het 
maken van o.a. karnemelk en kaas. 
Een  bacteriële  cel  zou  je  kunnen  vergelijken  met  een  fabriek.  In  de  fabriek 
worden grondstoffen in meerdere stappen omgezet naar een product. Een verschil met 
een gewone fabriek is dat de cel voornamelijk producten maakt die het nodig heeft voor 
eigen  processen  en  groei, waaronder  het maken  van  enzymen  en motoreiwitten  (de 
machines  van de  cel). Om het  (productie)proces draaiende  te houden en de  kwaliteit 
van  de  producten  te  garanderen  zijn  er  ook  machines  die  een  uitgebreid 
controlesysteem vormen.   Voor de productie zijn meerdere machines nodig met  ieder 
hun  eigen  functie  binnen  het  proces;  er  is  informatie  nodig welke  producten  er met 
welke machines gemaakt moeten worden; de kwaliteit van de producten moet  in elke 
fase  gecontroleerd  en  eventueel  gecorrigeerd worden  en  er  is  energie  nodig  om  de 
machines  te  laten  draaien.  De  fabriek  wordt  door  een  muur  afgescheiden  van  de 
buitenwereld,  die  in  bacteriën  bestaat  uit  een  celmembraan  en  celwand  (‘bacteriële 
muur’).  
De  celwand  geeft  de  stevigheid  en  bescherming  aan  een  bacteriële  cel  en  de 
celmembraan  zorgt  ervoor  dat  de  vloeistof  die  binnen  in  de  cel  aanwezig  is met  alle 
machines en andere stoffen gescheiden blijft van de omgeving en vormt de belangrijkste 
permeabiliteitsbarière.  De  celmembraan  houdt  de  machines  in  de  cel,  maar  kleine 
ongeladen deeltjes zoals water kunnen hier wel doorheen.  
De officiële naam  voor de machines  in een bacteriële  cel  is enzymen, eiwitten 
met  een  katalytische  functie:  de  eiwitten  die  in  de  cel  in  de  vloeistof  drijven  heten 
oplosbare  eiwitten.  De  eiwitten  drijven  niet  alleen  in  de  vloeistof,  een  deel  van  de 
machines bevindt zich in de celmembraan en deze worden membraaneiwitten genoemd 
(Figuur  1A).    De  membraaneiwitten  kunnen  bijvoorbeeld  stoffen  de  cel  in  en  uit 
transporteren,  ze  vormen  als  het ware  de  deuren.  Een  algemeen  overzicht  van  een 
bacteriële cel  is te zien  in Figuur 1A.   Zo zijn er veel soorten eiwitten die elk een eigen 
functie  hebben,  bijvoorbeeld  bij  het  omzetten  van  grondstoffen  in  verschillende 







De  machines/eiwitten  hebben  energie  nodig  om  te  kunnen  functioneren.  De 
belangrijkste  energiebron  in  de  cel  is  een  stof  genaamd  adenosine  trifosfaat  (ATP). 
Energie is opgeslagen in de bindingen van ATP. De structuur van ATP is zien in Figuur 1B. 
De  rechterkant  van het ATP molecuul met de  twee  vijfhoeken en een  zeshoek wordt 
adenosine genoemd en  is belangrijk om voor de herkenning door het eiwit dat energie 
nodig heeft. De  linkerkant  van de  stof ATP  zijn de drie  (tri)    fosfaat‐groepen.  Fosfaat 
groepen bestaan uit een  fosfor  (wordt  aangegeven met de  letter P) en  vier  zuurstof‐
atomen  (aangegeven met  een O).   De  energie  is  opgeslagen  in  de  binding  tussen  de 




Figuur  1.  Paneel  A  laat  een  voorbeeld  zien  van  een  bacteriële  cel.  De  cel wordt  omgeven  door  een 
membraan (grijze lijn). De membraaneiwitten zijn in blauw aangegeven en de eiwitten in het cytoplasma 
in paars. Paneel B laat de structuur van adenosine trifosfaat (ATP) zien. De plek waar de binding van ATP 
meestal wordt gehydrolyseerd  is aangegeven met een  rode  lijn.   Paneel C  laat de opbouw van het ABC 
transporteiwit OpuA zien. Aan de buitenkant zitten de substraat‐bindende domeinen (SBD). Het substraat 
(aangegeven  als  zwarte  bolletjes) wordt  vervolgens  via  de  transmembraan  domeinen  (TMD)  de  cel  in 
getransporteerd (het volgt de grijze pijl).  De energie komt vrij door de hydrolyse (het verbreken van een 
fosfaat‐binding,  aangegeven  met  een  rode  lijn  in  paneel  B)  van  ATP  door  de  nucleotide  bindende 





De  energie  van  ATP  kan  gebruikt  wordt  voor  productie  van  stoffen,  controle  van 
processen  en  voor  transport‐doeleinden;  een  overzicht  van  de  verschillende  ATP‐
verbruikende  eiwitten  staat  beschreven  in  hoofdstuk  1,  waaronder  de  groep  ATP‐
bindende  cassette  eiwitten  (hierna  aangeduid  als  ABC  transporters).  Deze  categorie 
eiwitten gebruikt de energie uit ATP om stoffen over de celmembraan te transporteren. 
De  algemene  opbouw  van  deze  eiwitten  wordt  uitgelegd  in  Figuur  1C.  Alle  ABC 
transporters  hydrolyseren  ATP  op  dezelfde  manier  om  stoffen  (veelal  substraten 
genoemd)  naar  binnen  (nutriënten)  dan  wel  naar  buiten  (eindproducten,  toxische 
verbindingen)  te  transporteren.  Wat  er  aan  nutriënten  naar  binnen  wordt 
getransporteerd hangt af van de domeinen aan de buitenkant van de cel: de substraat‐








Omdat  de ABC  transporters  zo  belangrijk  zijn  is  het  cruciaal  om  te  begrijpen  hoe  de 






bevat  om  ABC  transporters  te  herkennen  (namelijk  ATP),  maar  ook  een  gedeelte 
waarmee  het  molecuul  uit  de  oplossing  gevist  kan  worden.  Dit  principe  wordt 
geïllustreerd  in  Figuur 1 uit hoofdstuk 3. Van deze op ATP‐gebaseerde moleculen  zijn 
twee  verschillende  versies  gemaakt.  In  hoofdstuk  3  zijn  de  twee  versies  van  de 
moleculen  getest  op  hun  vermogen  om  ABC  transporters  specifiek  uit  een  complexe 
eiwitmengsels te halen.  
De tweede  invalshoek richt zich specifiek op de ABC transporter OpuA, waarvan 
een  beschrijving  is  te  vinden  in  box  1. Hoofdstuk  4  beschrijft  hoe  goed  of  slecht  het 
substraat‐bindingsdomein  van  OpuA  verschillende  substraten  kan  binden,  hoe  de 
transporter  geactiveerd wordt  en  hoe  het  substraat‐bindende  domein  er  op  atomair 
niveau uitziet. Om te meten wat er met het substraat gebeurt, is er gebruik gemaakt van 
een radio‐actief gemerkte variant. Via de straling die het radio‐actieve substraat afgeeft 
kun  je namelijk meten waar het  substraat blijft:  als het  substraat  aan het eiwit bindt 
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blijft het eiwit  radio‐actieve  straling afgeven nadat  je het ongebonden  substraat hebt 
verwijderd, terwijl het eiwit geen straling afgeeft als het substraat niet gebonden is. Het 
onderzoeken  van de gedetailleerde  structuur  van OpuA  is niet gemakkelijk, omdat de 
eiwitten  niet  te  zien  zijn met  een  gewone microscoop.  Een  techniek  genaamd  X‐ray 
kristallografie kan helpen. In deze techniek gebruik je het feit dat een lichtbundel wordt 
verstrooid als er iets in de lichtbundel staat. Zo krijg je dus een beeld van het voorwerp 
dat  je  niet  direct  kunt  zien  onder  de microscoop. Om  eiwitten met  deze  techniek  te 
bestuderen moeten  ze eerst  kristallen  (in een  vaste  stof met een herhalend patroon) 
vormen en dat is niet vanzelfsprekend vooral voor membraaneiwitten.  In hoofdstuk 4 is 





In  dit  proefschrift  staat  onderzoek  beschreven  naar  een  ABC  transporteiwit,  genaamd  OpuA,  van  de 
bacterie Lactococcus lactis; vergelijkbare eiwitten komen in nagenoeg alle bekende microorganismen voor 
Deze  transporteiwitten  worden  geactiveerd  om  de  organismen  te  beschermen  tegen  hoge 
zoutconcentraties in het milieu. Als de zoutconcentratie in de omgeving hoger wordt dan zal water aan de 
cel  worden  onttrokken  en  zal  deze  krimpen.  Bij  het  krimpen  gebeuren  er  twee  dingen:  de  cel  kan 
uitdrogen  en  door  het  verlies  aan  water  wordt  de  druk  op  de  celmembraan  lager.    De  druk  op  de 
celmembraan heet de turgordruk en is onder andere belangrijk om de cel gezond te houden (denk maar 
aan  een  ballon,  als  daar  de  lucht  uitgaat  verliest  het  al  zijn  stevigheid).  Daarom  wordt  bij  té  grote 
verschillen  de  ABC  transporter OpuA  geactiveerd  om  de  cel  te  beschermen. OpuA  importeert  glycine 
betaine,  wat  tot  molaire  concentraties  in  de  cel  opgenomen  kan  worden.  Hierdoor  neemt 
dewaterconcentratie in de cel weer toe en wordt de turgordruk op niveau gehouden.   
 OpuA heeft de algemene opbouw  van ABC  importers  (zoals  zichtbaar  is  in  Figuur 1C): aan de 
buitenkant  van  de  cel  zitten  de  twee  substraat‐bindende  (receptor)  domeinen  waar  de  stof  die 
getransporteerd  moet  worden  eerst  bindt  (de  te  transporteren  stof  heet  een  substraat).  In  de 
celmembraan zitten twee transmembrane domeinen die een ruimte creëeren, waardoor glycine betaine 
specifiek naar binnen  kan worden getransporteerd. Aan de binnenkant  van de  cel  zitten de  twee ATP‐
bindende domeinen, die verantwoordelijk zijn voor de hydrolyse van ATP en daamee de transportreactie 
drijven.  De selectiviteit van OpuA is te vergelijken met een slot dat alleen met de juiste sleutel geopend 
kan  worden.  Het  juiste  substraat  (glycine  betaine)  opent  het  slot,  zodat  de  transportreactie  kan 
plaatsvinden. 
Om de ABC transporter OpuA te bestuderen moet het eiwit eerst gemaakt worden en 
dat wordt  gedaan  door  de  bacterie  Lactococcus  lactis  opdracht  te  geven  het  eiwit  in 
grote hoeveelheden  te  synthetiseren.  Lactococcus  lactis verwerkt deze opdracht goed 
voor OpuA, maar dit werkt niet altijd met andere eiwitten. Hoofdstuk 5 beschrijft wat 
mogelijke  knelpunten  zijn  voor  de  synthese  van  membraaneiwittten  in  Lactococcus 










volgorde  van de  aminozuren  en de wijze  van  vouwing maakt  elk  eiwit uniek.   Dit unieke  karakter  van 
eiwitten wordt gebruikt in massa spectrometrie (afgekort: MS): eiwitten worden in stukjes geknipt en de 
massa  (feitelijk  de  massa  gedeeld  door  de  lading)  van  elk  fragment  wordt  gemeten.  Een  computer 
vergelijkt  de  gemeten  massa’s  met  die  van  een  database  op  basis  van  de  berekende  massa  van 
fragmenten  van  alle  eiwitten  in  een  bepaald  organisme.  Zo  kan  dus  bepaald  worden  welke  eiwitten 
aanwezig zijn in een cel, maar de techniek kan verder uitgebreid worden door verschillende condities met 
elkaar  te  vergelijken.  Nadat  de  eiwitten  voor  elke  conditie  in  fragmenten  geknipt  zijn,  worden  alle 
fragmenten gekoppeld aan een klein merkje. Voor elke conditie wordt een verschillend merkje gebruikt (in 









massa van eiwit‐fragmenten  (gemeten  in de MS analyse). De  relatieve hoeveelheden van deze eiwitten 
kunnen tegelijkertijd vergeleken worden voor verschillende condities, door de eiwit‐fragmenten van elke 
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(wie  weet  helpt  de  nederlandse  samenvatting  nog  een  beetje),  maar  ik  ben  blij  dat  er 
desondanks zoveel mensen om me heen staan. De steun en gezelligheid van mijn familie is heel 
belangrijk voor mij.  Lekker genieten van de vakanties, weekendjes weg en het vele wandelen 
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Het  laatste woord  is  de  tekst  uit  het wapen  van  de  universiteit:  VER/BUM/DNI  LU/CER/NA: 
oftewel VERBUM DOMINI LUCERNA PEDIBUS NOSTRIS (Psalm 119:105).  
 
 
 
 
 
 
 
 
